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Zusammenfassung 
 
In der vorliegenden Arbeit wurden bioelektrische Signale in Form von intrazellulären 
elektrischen Potentialen und intrazellulären pH-Werten im Verlauf der Oogenese von 
Drosophila melanogaster fluoreszenzmikroskopisch untersucht. Dabei kamen der 
potentiometrische Farbstoff DiBAC4 und der pH-Wert-Indikator 5-CFDA,AM zum Einsatz. 
Für beide Fluoreszenzfarbstoffe wurden charakteristische und stadienspezifische 
Intensitätsmuster gefunden, die sowohl Potential- als auch pH-Wert-Gradienten innerhalb des 
Follikelzellepithels, der Nährzellpopulation und der Oozyte anzeigen. Insbesondere in den 
vitellogenen Entwicklungsstadien S9 bis S10B wurden entlang der dorsoventralen und 
entlang der anteroposterioren Follikelachse entsprechende Potential- und pH-Wert-Gradienten 
gefunden. Bioelektrische Signale resultieren aus der Aktivität und Verteilung von 
Ionentransportmechanismen. Um Hinweise auf den Ursprung der gefundenen Muster zu 
erhalten, wurde die Verteilung verschiedener Kanäle und Pumpen im Ovarfollikel untersucht, 
wobei der Nachweis entweder immunhistochemisch durch Antikörper oder mit Hilfe von 
fluoreszierenden Inhibitoren erfolgte. Es wurde die Lokalisation von V-ATPasen, Gap-
Junctions, Typ-L Ca2+-Kanälen, ATP-abhängigen K+-Kanälen, Na+,H+-Antiportern und Na+-
Kanälen untersucht. Für alle Ionentransportmechanismen konnten entlang der dorsoventralen 
und/oder entlang der anteroposterioren Follikelachse Asymmetrien im Verteilungsmuster 
gezeigt werden, die wahrscheinlich alle in Zusammenhang mit den Potential- bzw. pH-Wert-
Mustern stehen. So konnten Korrelationen zwischen dem Aktivitätsmuster von 
spannungsgesteuerten Typ-L Ca2+-Kanälen und dem Auftreten depolarisierter 
Membranpotentiale gefunden werden, die einen Mechanismus nahelegen, bei dem 
spannungsgesteuerte Ca2+-Ströme Membranpotentialänderungen in zelluläre Antworten 
übersetzen. Des Weiteren konnten Übereinstimmungen zwischen pH-Wert-Gradienten und 
Konzentrationsgradienten von Amilorid-sensitiven Ionentransportern innerhalb der 
Nährzellpopulation nachgewiesen werden, welche auf eine Beteiligung von Na+,H+-
Antiportern an der pH-Wert-Regulation im Ovarfollikel hindeuten. Durch den Einsatz von 
Inhibitoren konnte ein direkter Einfluss der Aktivitäten von V-ATPasen und Na+-Kanälen auf 
die Membranpotentiale verschiedener Zellen des Ovarfollikels gezeigt werden. 
Immunhistochemische Doppelfärbungen lieferten erneut Hinweise darauf, dass das Protein 
Ductin im Ovarfollikel sowohl als Bestandteil von V-ATPasen als auch in Verbindung mit 
Gap-Junctions auftritt. 
Summary 
 
In the present study two forms of bioelectric signals (intracellular electrical potentials and 
intracellular pH) were analysed in ovarian follicles of Drosophila melanogaster using 
fluorescence microscopy. With the potentiometric dye DiBAC4 and the fluorescent pH-
indicator 5-CFDA,AM characteristic and stage-specific intensity-patterns were found, 
indicating potential-gradients as well as pH-gradients within the follicle-cell epithelium, the 
nurse-cell population and within the oocyte. Especially, during vitellogenic stages S9 to S10B 
such gradients were observed along the antero-posterior and along the dorso-ventral axes.  
Bioelectric signals result from the activity and distribution of ion-transport mechanisms. In 
order to reveal the origin of bioelectric patterns, the distribution of different channels and 
pumps in the follicles was analysed either immunohistochemically or with fluorescent 
inhibitors. The localization of V-ATPases, gap junctions, L-type Ca2+-channels, ATP-
dependend K+-channels, Na+,H+-antiporters and Na+-channels has been studied. For all of 
these ion-transport mechanisms, asymmetries in their distributions along the antero-posterior 
and the dorso-ventral axes were found, indicating interrelationships with the observed 
potential- and pH-patterns. Between the activity-pattern of voltage-gated L-type Ca2+-
channels and the patterns of depolarized membrane-potentials a close accordance was 
observed which indicates a mechanism by which alterations of the membrane-potential are 
translated into cellular responses by Ca2+-currents. Further, there is accordance between pH-
gradients and concentration-gradients of amiloride-sensitive ion-transporters within the nurse-
cell population, suggesting an involvement of Na+,H+-antiporters in the regulation of the 
intracellular pH. V-ATPases and Na+-channels were shown to have a direct influence on the 
membrane-potentials. We found further evidence that the protein ductin is part of V-ATPases 
and is also colocalized with gap-junctions in the ovarian follicle.  
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1. Einleitung
1.1 Bioelektrizität 
Bei den bioelektrischen Phänomenen, die Thema der vorliegenden Arbeit sind, handelt es 
sich, im Gegensatz zu den schnellen Aktionspotentialen, die Neurobiologen untersuchen, um 
stationäre Signale, die zwischen Zellen und Geweben in einem zeitlichen Rahmen von 
mehreren Minuten oder Stunden wirken und von Spannungsgradienten, Ionenflüssen und 
Konzentrationsdomänen (z. B. pH-Wert) verursacht werden [Levin, 2007a]. Ihre Wirkung 
kann sich über relativ große Entfernungen von bis zu mehreren Millimetern erstrecken 
[McCaig et al., 2005]. Bioelektrische Signale enkodieren räumliche Informationen, welche 
regulatorische Einflüsse auf zahlreiche Zellfunktionen ausüben [Levin, 2007a]. Stromflüsse, 
Potentialgradienten sowie intrazelluläre und extrazelluläre elektrische Felder findet man in 
allen sich entwickelnden oder regenerierenden Geweben [McCaig et al., 2005]. Hier sind sie 
an der Steuerung von Proliferation (z. B. durch Beeinflussung der Teilungsachse) und 
Differenzierung beteiligt und beeinflussen als räumliche Organisatoren die Verteilung von 
Molekülen oder Rezeptoren sowie die gerichtete Zellmigration [McCaig et al., 2005; Zhao et 
al., 2006; Levin, 2007a; Campetelli et al., 2012]. Bioelektrizität resultiert aus der Aktivität 
von Kanälen und Pumpen, die Ionenströme produzieren und durch die Trennung von 
Ladungen Potentialgradienten über Membranen generieren [Levin, 2007a].  
Stromflüsse und Spannungsgradienten variieren räumlich und zeitlich in Abhängigkeit vom 
Verteilungs- und Aktivitätsmuster der Ionentransportmechanismen (Ionenkanäle, 
Ionenpumpen, Gap-Junctions) und in Abhängigkeit vom lokalen Widerstand des Gewebes. 
Dieser Widerstand kann sich beispielsweise als Folge von Verletzungen (Stromlecks), 
räumlichen Veränderungen in der Zellpackung oder des Auf- bzw. Abbaus von Tight-
Junctions ändern [McCaig et al., 2005]. Vorkommen und Wirkung von Bioelektrizität auf 
Entwicklungs- und Regenerationsprozesse wurden an zahlreichen Systemen beschrieben. So 
erzeugen verletzte Epithelien anhaltende elektrische Felder, welche die Wundheilung 
kontrollieren [McCaig et al., 2005]. Axolotl-Embryonen generieren im Verlauf ihrer 
Entwicklung transepitheliale Potentialunterschiede, die zur Musterbildung während 
Gastrulation und Neurulation beitragen [Shi und Borgens, 1995]. Die experimentelle 
Beeinflussung dieser Potentialgradienten führt zu Abnormitäten bei der Morphogenese und 
Musterbildung [Mourey Metcalf und Borgens, 1994]. Für eine Vielzahl von Organismen 
konnte eine Beeinflussung des Neuritenwachstums durch elektrische Felder gezeigt werden 
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[z. B.: Patel und Poo, 1982; Borgens et al., 1993; McCaid et al., 2005]. Für Hühnerembryonen 
wurden Asymmetrien im Membranpotentialmuster in der Region des Primitvstreifens 
beschrieben, welche für die Rechts/Links-Achsendetermination von Bedeutung sind [Levin et 
al., 2002].  
 
Entstehung und Bedeutung des intrazellulären pH-Werts 
Protonenströme bilden einen Spezialfall der Bioelektrizität, weil Protonen nicht nur das 
elektrische Potential beeinflussen, sondern zusätzlich zu Veränderungen des intra- und 
extrazellulären pH-Werts führen. Der intrazelluläre pH-Wert beeinflusst auf vielerlei Weise 
die Stoffwechselaktivität von Zellen [Busa und Nuccitelli, 1984; Madshus, 1988]. Er hat 
Einfluss auf Cytoskelettstrukturen, den Zellzyklus und die Zellproliferation. In zahlreichen 
sich entwickelnden Systemen konnten spezifische Funktionen des pH-Werts bei Migrations- 
und Musterbildungsprozessen gezeigt werden [Campetelli et al., 2012]. Der intrazelluläre pH-
Wert der meisten Zellen liegt zwischen pH 6.9 und pH 7.5. Um den pH-Wert in den Zellen 
entgegen dem elektrochemischen Gleichgewicht aufrecht zu erhalten, benötigen Zellen aktive 
Transportmechanismen für Protonen [Ives und Rector, 1984]. Man unterscheidet primär 
aktive und sekundär aktive Protonentransportmechanismen. Bei primär aktiven H+-
Transportmechanismen werden Protonen unter Energieverbrauch transportiert. Die Energie 
kann aus Redoxreaktionen (z. B. in Mitochondrien), Licht (Chloroplasten) oder ATP (z. B. V-
ATPasen, s. u.) stammen. Primär aktive H+-Transportmechanismen haben neben Effekten auf 
den pH-Wert immer auch einen elektrogenen Effekt. Sekundär aktive 
Protonentransportmechanismen nutzen bestehende Ionengradienten zum Transport von 
Protonen mit Hilfe von Antiportern (Kation/H+-Antiporter, z. B. NHEs, s. u.). Antiporter 
können pH-Gradienten von ein bis zwei Einheiten erzeugen, der Austausch von Protonen 
gegen Kationen wie K+ oder Na+ ist elektroneutral. Neben den aktiven Transportprozessen 
sind alle Membranen zu einem gewissen Grad durchlässig für H+- und OH--Ionen (passive 
Leitfähigkeit). Die passive Leitfähigkeit wirkt den aktiv erzeugten Gradienten von H+ und 
OH- entgegen [Ives und Rector, 1984].  
Änderungen des intrazellulären pH-Werts können wichtige Signalfunktionen bei der 
Kontrolle von Zellfunktionen und Entwicklungsprozessen übernehmen, indem sie die 
Aktivität von Enzymen, Transportern und Ionenkanälen, sowie die Expression von 
Signalproteinen beeinflussen [Wakabayashi et al., 2006]. Ein bekanntes Beispiel für die 
Signalfunktion des intrazellulären pH-Werts ist der pH-Wertanstieg nach der Befruchtung von 
Seeigeleiern. Innerhalb einer Minute nach der Befruchtung steigt der intrazelluläre pH-Wert 
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von pH 6,6 auf pH 7,2 an. Der pH-Anstieg ist Auslöser für Wachstum und Teilung der Eizelle 
[Busa und Nuccitelli, 1984]. 
 
1.2 Drosophila melanogaster als Modellorganismus 
In der vorliegenden Arbeit wurden Untersuchungen zu intrazellulären elektrischen Potentialen 
und intrazellulären pH-Werten während der Oogenese von Drosophila melanogaster 
durchgeführt. Die Taufliege ist einer der am intensivsten erforschten Organismen in der 
Biologie. Sie dient vor allem als Modellsystem zur Analyse genetischer, 
entwicklungsbiologischer und zellbiologischer Prozesse [Adams et al., 2000]. Neben der 
besonderen Bedeutung als Modellorganismus bietet Drosophila zahlreiche Vorteile im 
experimentellen Umgang (einfache Zucht, kurze Generationszeit, gute Unterscheidbarkeit von 
männlichen und weiblichen Tieren).  
Die Oogenese eignet sich besonders gut als Modellsystem für entwicklungsbiologische 
Fragestellungen, da bei der Entwicklung von der Stammzelle bis zum reifen Ei nahezu alle 
zellulären Entwicklungsprozesse, wie Zellzykluskontrolle, Achsendetermination, 
Zellspezifikation und Zellpolarisation, Zellmigration und Morphogenese beobachtet werden 
können [z.B.: St. Johnston und Nüsslein-Volhard, 1992; Grünert und St. Johnston, 1996; 
Bastock und St. Johnston, 2008; Roth and Lynch, 2009, Leibfried et al., 2013]. Zudem bietet 
die Oogenese zahlreiche praktische Vorteile. Die paarigen Ovarien und die Oozyte sind auf 
Grund ihrer Größe sehr leicht zugänglich. Die Follikel überleben nach der Präparation im 
entsprechenden Medium mehrere Stunden, und ihre Entwicklung kann teilweise weiter 
verfolgt werden. Jedes Ovar beinhaltet alle Entwicklungsstadien von der Stammzelle bis zur 
reifen Eizelle, so dass alle Stadien untersucht und miteinander verglichen werden können. Die 
einzelnen Follikel enthalten sowohl somatische Zellen als auch Keimbahnzellen, deren 
unterschiedliche Schicksale gut verfolgt werden können [Bastock und St. Johnston, 2008]. 
Zahlreiche Aspekte der Oogenese von Drosophila sind bereits sehr gut untersucht worden.  
 
1.2.1 Bioelektrizität in der Oogenese von Drosophila melanogaster 
Im Verlauf der Oogenese von Drosophila treten bioelektrische Phänomene auf, deren 
physiologische Bedeutung noch nicht aufgeklärt werden konnte. Zwei Arten von 
Bioelektrizität wurden am Ovarfollikel untersucht und beschrieben. Dies sind einerseits 
extrafollikuläre Stromschleifen [Overall und Jaffe, 1985; Bohrmann et al., 1986a] und 
andererseits Potentialdifferenzen zwischen Oozyte und Nährzellen [Bohrmann et al., 1986b; 
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Woodruff et al., 1988; Sun und Wyman, 1993]. Extrafollikuläre Stromschleifen konnten mit 
Hilfe von vibrierenden Ableitelektroden (Schwingelektroden) zwischen den 
Entwicklungsstadien S7 und S14 nachgewiesen werden. Zwischen S7 und S12 zeigte sich ein 
Muster, bei dem positive Ladungen am anterioren Follikelende (Nährzellpol) einströmen und 
am posterioren Ende (Oozytenpol) ausströmen [Overall und Jaffe, 1985; Bohrmann et al., 
1986a]. In späteren Stadien (S12-S14) kommt es zusätzlich zu einem starken Einstrom 
positiver Ladungen am posterioren Pol im Bereich der sich ausdifferenzierenden Aeropylen. 
Am anterioren Pol gehen die Ströme von den Nährzellen aus, am posterioren Pol entspringen 
sie den  Follikelzellen  [Bohrmann et al., 1986a].  
Das Vorhandensein von Potentialdifferenzen zwischen Nährzellen und Oozyte ist umstritten. 
Während Woodruff et al. [1988] eine stabile Potentialdifferenz von 2,5 mV zwischen Oozyte 
und Nährzellen beschrieben (Oozyte depolarisiert) und als mögliche Funktion 
elektrophoretische Transportprozesse zwischen Nährzellen und Oozyte vorschlugen 
[Woodruff et al., 1988; Cole und Woodruff, 2000], konnte eine solche Potentialdifferenz 
zwischen S8 und S10B von Bohrmann et al. [1986b] sowie von Sun und Wyman [1993] nicht 
nachgewiesen werden. In späteren Stadien wurde jedoch eine umgekehrte Potentialdifferenz 
beschrieben, bei der die Nährzellen in Relation zur Oozyte depolarisiert sind [Bohrmann et 
al., 1986b]. Auch bezüglich der Verteilung positiv und negativ geladener Moleküle im 
Follikel besteht Uneinigkeit. Woodruff et al. [1988] zeigten, dass fluoreszenzmarkierte 
geladene Moleküle (Proteine) im elektrischen Feld jeweils zum entgegengesetzten Pol 
wandern, wobei sich positiv geladene Moleküle in den Nährzellen und negativ geladene 
Moleküle in der Oozyte ansammeln. Von Bohrmann und Gutzeit [1987] sowie von Bohrmann 
und Schill [1997] konnte keine solche gerichtete Migration von geladenen, fluoreszierenden 
Molekülen (Proteine, Dextrane) zwischen Oozyte und Nährzellen gezeigt werden, was gegen 
einen elektrophoretischen Transport größerer Moleküle im Follikel spricht.  
 
1.3 Ionentransportmechanismen 
Bioelektrische Phänomene (Stromflüsse, Potentialgradienten, intrazelluläre und extrazelluläre 
elektrische Felder) resultieren aus der Aktivität von Ionenkanälen und Ionenpumpen. Diese 
sind in verschiedenen Zusammensetzungen in den Membranen aller Zellen lokalisiert und 
tauschen über aktive oder passive Transportprozesse Anionen und Kationen zwischen dem 
Zellinneren und dem extrazellulären Raum bzw. zwischen benachbarten Zellen aus. Die 
Verteilungs- und Aktivitätsmuster dieser Membrankanalproteine können in verschiedenen 
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Zellen sehr unterschiedlich sein. Auch innerhalb derselben Zelle können die 
Ionentransporteigenschaften beispielsweise zwischen apikaler und basaler 
Cytoplasmamembran Unterschiede aufweisen, was zu einer Polarisierung von einzelnen 
Zellen oder Epithelien führt. Der dynamisch regulierte Austausch von Ionen über die 
Membran ist für zahlreiche zelluläre Prozesse, wie osmotische Regulation des Zellvolumens 
und Regulation des pH-Werts, notwendig. Die Ionenströme durch Kanäle und Pumpen führen 
außerdem zu einer Trennung von Ladungen und einem daraus resultierenden 
Spannungsgradienten über der Zellmembran, dem Ruhemembranpotential [Levin, 2007a]. 
Der Wert des Ruhemembranpotentials kann in unterschiedlichen Zellen zwischen -10 und -
150 mV variieren [Levin, 2012].  
In der vorliegenden Arbeit wurden die Verteilungsmuster verschiedener 
Ionentransportmechanismen im Ovarfollikel von Drosophila fluoreszenzmikroskopisch 
untersucht, um Rückschlüsse auf den Ursprung der Potential- und pH-Wert-Muster ziehen zu 
können. Die einzelnen untersuchten Kanäle und Pumpen werden im Folgenden kurz 
vorgestellt. 
 
1.3.1 V-ATPasen (vakuoläre H+-ATPasen) 
V-ATPasen sind große, aus mehreren Untereinheiten zusammengesetzte Molekülkomplexe, 
die in den Membranen von cytoplasmatischen Kompartimenten und in den 
Cytoplasmamembranen verschiedener Zelltypen lokalisiert sind. V-ATPasen transportieren 
unter ATP-Verbrauch aktiv Protonen über die Membran. In intrazellulären Vesikeln und 
Kompartimenten führt die Aktivität der V-ATPase zu einer Ansäuerung, die für zahlreiche 
zelluläre Prozesse von Bedeutung ist. Dies sind unter anderem die Dissoziation von Ligand-
Rezeptor-Komplexen, Rezeptor-Recycling, rezeptorvermittelte Endocytose, 
Proteinverarbeitung und -abbau sowie Abschnürung von Transportvesikeln [Kawasaki-Nishi 
et al., 2003]. In den Cytoplasmamembranen vieler Epithelien übernehmen V-ATPasen 
außerdem Funktionen bei der Regulation des pH-Werts im Cytoplasma und in der nahen 
extrazellulären Umgebung [Kawasaki-Nishi et al., 2003]. Der aktive Transport von Protonen 
über die Cytoplasmamembran beeinflusst nicht nur den intrazellulären und extrazellulären 
pH-Wert, sondern wirkt zusätzlich stark elektrogen. Die Energie aus dem elektrischen 
Gradienten, der durch die Aktivität von V-ATPasen über der Membran generiert wird, wird in 
zahlreichen Epithelien zum Transport anderer Ionen und Moleküle genutzt. Diese Vorgänge 
bezeichnet man als sekundär aktive Transportprozesse [Wiecoreck et al., 1991].  
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Bei Insekten sind V-ATPasen in den Cytoplasmamembranen nahezu aller Epithelien 
lokalisiert. Für Ovarfollikel verschiedener Insekten wurde eine Funktion von V-ATPasen bei 
der Energetisierung der Cytoplasmamembranen vorgeschlagen [O´Donnell und Sharda, 1994; 
Janssen et al., 1995; Wang und Telfer, 1998; Bohrmann und Braun, 1999]. Mögliche 
Ionentransportprozesse, die bei Insekten an die Aktivität von V-ATPasen gekoppelt sein 
könnten, sind Na+,H+-Antiporter (NHEs), Na+,K+,Cl--Kotransporter (CCCs) und K+,H+-
Austauscher [Pullikuth et al., 2003].  Während der Oogenese von Drosophila sind V-ATPasen 
wahrscheinlich über sekundäre Transportprozesse an den Mustern des Kaliumein- und -
ausstroms beteiligt und außerdem für die Ansäuerung von Lysosomen und Vesikeln 
verantwortlich [Bohrmann, 1991b; Bohrmann und Braun, 1999].  
V-ATPasen setzen sich aus zwei funktionellen Domänen, V1 und V0, zusammen. Die V1-
Domäne besteht aus acht Untereinheiten und ist auf der cytoplasmatischen Seite der Membran 
lokalisiert. Sie ist für die Bindung und Hydrolyse von ATP verantwortlich. Der V0–Komplex 
ist in der Membran verankert. Er setzt sich aus fünf Untereinheiten (a, b, c´, c´´, c´´´) 
zusammen und ist für die Translokation von Protonen zuständig, wobei ein Hexamer aus c-
Untereinheiten einen Ring bildet, mit dessen Hilfe die Protonen transportiert werden 
[Kawasaki-Nishi et al., 2003]. Die Untereinheit c (Proteolipiduntereinheit) entspricht dem 
16kDa-Protein Ductin, das auch Bestandteil von Gap-Junctions ist [Bohrmann, 1993; Finbow 
et al., 1994]. V0 und V1 sind über einen zentralen Stiel miteinander verbunden. Die Hydrolyse 
von ATP in der V1-Region treibt die Rotation des zentralen Stiels an, was wiederum den Ring 
aus c-Untereinheiten relativ zur Untereinheit a rotiert. Durch Interaktion mit der Untereinheit 
a verliert ein Glutamatrest der Proteolipiduntereinheit ein Proton, das ins Lumen abgegeben 
wird. An das deprotonierte Glutamat bindet ein neues Proton aus dem Cytoplasma, bevor der 
Kanal in seine Ausgangsposition zurückkehrt und ein neuer Translokationszyklus beginnen 
kann [Kawasaki-Nishi et al., 2003]. Die Struktur und Funktionsweise der V-ATPase sind in 
Abbildung 1 schematisch dargestellt. 
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Abbildung 1: Möglicher Mechanismus der Protonentranslokation durch V-ATPasen. 
Hydrolyse von ATP in V1 führt zur Rotation des zentralen Stiels (bestehend aus D und F), diese wiederum 
führt zur Rotation des Rings aus c-Untereinheiten relativ zur Untereinheit a, die durch den peripheren 
Stiel fixiert ist. Wenn die protonierten Glutamatreste der c-Untereinheiten mit dem cytoplasmatischen 
Teil der Untereinheit a in Kontakt treten, verlieren sie ihr Proton. Die Untereinheit a nimmt anschließend 
wieder Protonen aus dem Cytoplasma auf und überträgt sie auf die deprotonierten c-Untereinheiten. 
[Abbildung verändert nach Kawasaki-Nishi et al., 2003] 
 
 
In der vorliegenden Arbeit wurde das Verteilungsmuster von V-ATPasen und ihr Einfluss auf 
die Membranpotentiale im Ovarfollikel untersucht, da V-ATPasen auf Grund ihrer 
Elektrogenität und der bekannten Beteiligung an zahlreichen Prozessen in sich entwickelnden 
und regenerierenden Systemen [Nuccitelli, 2003; Adams et al., 2006; Adams et al., 2007] 
mögliche Kandidaten für die Generierung von Membranpotentialmustern sind.  
 
 
1.3.2 Gap-Junctions 
Gap-Junctions sind spezialisierte Kanäle, die zwischen den Membranen benachbarter Zellen 
ausgebildet werden. Sie ermöglichen die direkte Passage von Ionen oder kleinen Molekülen 
vom Cytosol der einen Zelle in das Cytosol der Nachbarzelle [z. B.: Levin, 2007b]. Die Gap-
Junctions von Arthropoden erlauben den Austausch von Molekülen bis zu einer Größe von 
3000Da [Berdan, 1987], und in einigen Fällen können offenbar noch größere Moleküle, wie 
z.B. Calmodulin, die Kanäle passieren [Brooks und Woodruff, 2004]. Der Austausch von 
Ionen und Molekülen zwischen benachbarten Zellen durch Gap-Junctions erfolgt nicht rein 
Hexamer aus 
Ductin-
Untereinheiten
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passiv. Die Leitfähigkeit von Gap-Junctions kann durch verschiedene Faktoren beeinflusst 
werden. Regulatorische Faktoren sind z. B. das Membranpotential, der pH-Wert, der 
Phosphorylierungszustand der Kanalproteine sowie diverse biochemische Signale.  
Für Drosophila-Ovarfollikel konnte beispielsweise gezeigt werden, dass sich die 
Durchlässigkeit von Gap-Junctions durch einen niedrigen pH-Wert, eine verringerte 
extrazelluläre Kaliumkonzentration und eine erhöhte intrazelluläre Calciumkonzentration 
reduzieren lässt, wohingegen Juvenilhormon und 20-Hydroxyecdyson die Durchlässigkeit 
erhöhen [Bohrmann und Haas-Assenbaum, 1993]. Durch diese Regulationsmechanismen 
eignet sich die Gap-Junction-vermittelte Kommunikation dazu, zahlreiche zellregulatorische 
Funktionen zu übernehmen. Kommunikation über Gap-Junctions ist neben dem Rezeptor-
Ligand-vermittelten Signalaustausch ein wesentlicher Mechanismus der Zell-Zell-
Kommunikation, die in zahlreichen sich entwickelnden Systemen, z.B. bei der Achsenbildung 
[Levin und Mercola, 1998; Levin, 2007b], oder bei Regenerationsprozessen [Nogi und Levin, 
2005] von großer Bedeutung ist. Die Kommunikation über Gap-Junctions erlaubt eine sehr 
schnelle Synchronisation von benachbarten Zellen bezüglich ihres pH-Werts, ihres 
Membranpotentials und ihrer Ionen- und Molekülzusammensetzung [Levin, 2007b]. Man 
unterscheidet nach Simon und Goodenough [1998] fünf Funktionsklassen: 
1. Kontrolle über die Geschwindigkeit des Transports von Metaboliten und Ionen, 
2. Synchronisation von Zellantworten, besonders in Nervenzellen, 
3. Zell-Zell-Kommunikation, 
4. Stimulation oder Unterdrückung von Zellaktivität und Transkription, 
5. Position und Wachstum der Zelle im Zellverband. 
 
Während die Gap-Junctions von Vertebraten aus Hexameren von Connexinen 
zusammengesetzt sind [z.B.: Cruciani und Mikalsen, 2006], bilden bei Invertebraten in der 
Hauptsache Innexine die Gap-Junction-Kanäle [Phelan und Starich, 2001; Bauer et al., 2005; 
Phelan, 2005]. Zusätzlich wurden aber auch andere Proteine, wie Pannexine [Barbe et al., 
2006] und Ductine [Bohrmann, 1993; Bohrmann und Lämmel, 1998; Finbow und Pitts, 1998] 
mit Gap-Junctions in Verbindung gebracht. Bei Drosophila sind acht Innexine bekannt. Die 
mRNAs der Innexine 1, 2, 3, 4 und 7 wurden im Ovar nachgewiesen [Stebbings et al., 2002]. 
Immunhistochemisch wurde eine Beteiligung der Innexine 1, 2, 3 und 4 an der Ausbildung 
von Gap-Junctions gezeigt, wobei die Innexine verschiedene Kombinationen aus homomer 
(ein Innexintyp) und heteromer (verschiedene Innexintypen) zusammengesetzten Gap-
Junctions bilden. Darüber hinaus inhibieren mikroinjizierte Antikörper gegen Innexin 2 die 
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Gap-Junction-vermittelte Kommunikation zwischen Oozyte und Follikelepithelzellen und 
führen zum Abbruch der Oogenese [Bohrmann und Zimmermann, 2008].   
 
 
1.3.3 Ductin ist Bestandteil von Gap-Junctions und V-ATPasen 
Ductin ist ein 16kDa großes, hydrophobes Protein, das in den Zellen von Pilzen, Pflanzen und 
Tieren stark konserviert vorkommt. Ductin ist sowohl Bestandteil von V-ATPasen 
(Proteolipiduntereinheit) als auch Bestandteil von Gap-Junctions [Finbow et al., 1994; 
Finbow und Pitts, 1998]. Durch Assoziation von sechs Ductinmolekülen entstehen 
Membrankanäle. Diese Kanäle bilden in der V0-Domäne von V-ATPasen den Pfad für die 
Protonentranslokation (vgl. Abb. 1). Ductin kommt in V-ATPasen und Gap-Junctions in zwei 
verschiedenen Orientierungen vor: Während in V-ATPasen C- und N-Terminus sowie 
Schleife 2 entweder vakuolär oder extrazellulär angeordnet sind, befinden sich diese in Gap-
Junctions auf der cytoplasmatischen Seite der Membran [Finbow und Pitts, 1993]. Die 
Funktionsweise von Ductin in Gap-Junctions ist bisher nicht eindeutig geklärt. Durch 
Mikroinjektionsexperimente konnte allerdings gezeigt werden, dass Antikörper gegen Ductin 
den Farbstoffaustausch (Lucifer Yellow) zwischen Keimbahnzellen und somatischen Zellen 
in Ovarfollikeln von Drosophila blockieren und sich sowohl auf die Oogenese als auch auf 
die Embryogenese inhibierend auswirken [Bohrmann, 1993; Bohrmann und Lämmel, 1998].  
 
 
1.3.4 Spannungsgesteuerte Typ-L Ca2+-Kanäle 
Spannungsgesteuerte Typ-L Ca2+-Kanäle sind vorrangig aufgrund ihrer Lokalisation und 
Funktion in den Nervensystemen von Vertebraten und Invertebraten bekannt, wo sie verstärkt 
an den synaptischen Endigungen von Nervenzellen zu finden sind. Die Depolarisation durch  
eintreffende Aktionspotentiale führt zum Öffnen der spannungsgesteuerten Kanäle und, 
infolge eines elektrochemischen Ca2+-Gradienten, zum Einstrom von Ca2+-Ionen in die 
präsynaptische Endigung. Der Ca2+-Einstrom reguliert die Transmitterfreisetzung und ist 
somit für die Weiterleitung des Aktionspotentials auf die postsynaptische Zelle verantwortlich 
[Kandel et al., 2000]. In Abhängigkeit vom Membranpotential nehmen Typ-L Ca2+-Kanäle 
drei verschiedene Zustandsformen an: 1. geschlossene Kanäle (Ruhekanäle), 2. geöffnete 
Kanäle (aktivierte Kanäle) und 3. inaktive Kanäle. Im Ruhezustand sind die Kanäle 
geschlossen, durch Depolarisation werden sie aktiviert (geöffnet) und gehen nach kurzer Zeit 
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in einen inaktiven Zustand über. Für die Rückführung in den Ruhezustand ist eine 
Repolarisation nötig [Hockermann et al., 1997].  
Neben ihrer Lokalisation und Funktion in erregbaren Zellen des Nervensystems [Hille, 1978], 
wurden Typ-L Ca2+-Kanäle aber auch in nichterregbaren Zellen nachgewiesen. So spielen sie 
z. B. eine Rolle bei der Ca2+-Reabsorption in den apikalen Membranen des Nierenepithels 
[Zhang und O´Neil, 1996] und in den Malpighischen Gefäßen von Drosophila melanogaster 
[MacPherson et al., 2001]. Die Aktivität von Typ-L Ca2+-Kanälen kann in nichterregbaren 
Zellen durch verschiedene Faktoren reguliert werden. Hierzu zählen die Proteinkinase C 
sowie mechanischer Stress [Zhang und O’Neil, 1996] oder die Stimulation durch cGMP in B-
Lymphocyten [Sadighi Akha et al., 1996]. Alle Typ-L Ca2+-Kanäle zeigen pharmakologische 
Sensitivität für die als Ca2+-Antagonisten bei Hypertonie zur Vasodilatation eingesetzten 
Phenylalkylamine, wie z. B. Verapamil. Diese Sensitivität wird über die α1-Untereinheit der 
Kanäle vermittelt.  
In Kopfextrakten von Drosophila konnten diverse Typ-L Ca2+-Kanäle nachgewiesen werden 
[Greenberg et al., 1989], die sich durch alternatives Spleißen sowie durch multigenisch 
kodierte Untereinheiten und Unterschiede im Zusammenbau unterscheiden [Hofmann et al., 
1994]. In Drosophila wurden zwei Gene für die α1-Untereinheit beschrieben, Dmca1A und 
Dmca1D. Beide Untereinheiten werden in den nichterregbaren Zellen der Malpighischen 
Gefäße exprimiert. Typ-L Ca2+-Kanäle spielen hier eine wesentliche Rolle beim epithelialen 
Flüssigkeitstransport [McPherson et al., 2001]. 
  
1.3.5 Na+,H+-Antiporter (NHEs) und Amilorid-sensitive Na+-Kanäle 
 
NHEs 
Na+,H+-Antiporter (NHEs, Na+,H+ exchanger) kommen ubiquitär in allen eukaryotischen 
Zellen vor und übernehmen wichtige Funktionen, wie die Regulationen des intrazellulären 
pH-Werts, des Zellvolumens und des transepithelialen Na+-Transports [Burckhardt et al., 
2002]. Der Austausch von Na+-Ionen und Protonen ist in beiden Richtungen möglich; er 
findet entlang des elektrochemischen Gradienten beider Ionen statt [Wakabayashi et al., 
1997]. In Epithelien von Insekten bilden NHEs zudem einen sekundären 
Ionentransportmechanismus, der an die Aktivität von V-ATPasen gekoppelt ist [Wieczorek et 
al., 1991].   
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In Säugern sind neun verschiedene NHEs bekannt. Ihre Struktur ist charakterisiert durch 10-
12 Transmembrandomänen, die dem N-Terminus des Proteins zugeordnet werden und für die 
Translokation der Ionen zuständig sind. Ein langer cytoplasmatischer C-Terminus enthält 
zahlreiche Bindungsstellen für regulatorische Faktoren, wie intrazelluläre Protonen, und 
Phosphorylierungsstellen, an denen das Protein durch cAMP- und cGMP-abhängige 
Proteinkinasen phosphoryliert werden kann [Orlowski und Grinstein, 1997]. Von Giannakou 
und Dow [2001] wurden drei Mitglieder der NHE-Familie in Drosophila charakterisiert, 
DmNHE1, DmNHE2 und DmNHE3. Die Drosophila-NHEs zeigen deutliche 
Strukturhomologien zu den Säuger-NHEs. Auch sie besitzen 10-12 Transmembrandomänen 
und einen cytoplasmatischen C-Terminus mit regulatorischen Funktionen [Giannakou und 
Dow, 2001]. In der Entwicklung des Drosophila-Follikels spielen NHEs wahrscheinlich eine 
Rolle bei der Na+- und K+-Aufnahme in den anterioren Bereich in späten Follikelstadien 
[Overall und Jaffe, 1985; Bohrmann, 1991b]. NHEs lassen sich durch Amilorid-Analoga 
inhibieren, die als Diuretika bei Hypertonie und Ödemen eingesetzt werden. 
 
Amilorid-sensitive Na+-Kanäle 
Amilorid-sensitive Na+-Kanäle übernehmen eine Vielzahl von spezialisierten Funktionen in 
sich entwickelnden Systemen. Ein Beispiel hierfür ist die Blockade der Polyspermie bei 
Xenopus-Oocyten [Kupitz und Atlas, 1993]. Von Darboux et al. [1998] wurde ein Amilorid-
sensitiver Na+-Kanal (dGNaC1) identifiziert, der nur in den Gonaden und im frühen Embryo 
von Drosophila exprimiert wird. Es ist somit wahrscheinlich, dass dGNaC1 an Prozessen der 
Oogenese, Spermatogenese und der frühen Embryonalentwicklung beteiligt ist. Auch in 
Säugern kommen verwandte Gonaden-spezifische Proteine vor. Sie sind Mitglieder der 
Degenerin/ENaC/FaNaC/ASIC-Superfamilie. Die Na+-Kanäle dieser Familie sind hoch 
selektiv für Na+-Ionen und haben eine gemeinsame Struktur. Sie bestehen aus drei homologen 
Untereinheiten und besitzen zwei membrandurchspannende Domänen, die eine große 
extrazelluläre Schleife umgeben.  
Während der Oogenese von Drosophila ist die dGNaC1-mRNA erst ab Stadium S10 in den 
Nährzellen und in der Oozyte in größeren Mengen nachweisbar. In den posterioren 
Follikelzellen ist sie erst in S11 vorhanden. Für die physiologische Funktion des Kanals 
während der Oogenese werden zwei Prozesse vorgeschlagen [Darboux et al., 1998]. Zum 
einen könnte dGNAC1 für die Transportprozesse zwischen Nährzellen und Oozyte während 
der Stadien S10 bis S14 verantwortlich sein. Man kann in diesen Stadien einen Na+-Einstrom 
in die anteriore Hälfte des Follikels messen und einen Ausstrom aus der posterioren Hälfte 
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[Overall und Jaffe, 1985]. Dieser Ionentransport ist vermutlich an den osmotischen Transport 
von Wasser gekoppelt. Der Zugeffekt, der durch den aktiven Na+-Transport entsteht, könnte 
Makromoleküle in die Oozyte tragen. Zum anderen spielt dGNaC1 wahrscheinlich eine Rolle 
beim Anschwellen der Oozyte während der endgültigen Reifung in S14 [Darboux et al., 
1998]. 
 
1.3.6 Glibenclamid-sensitive ATP-abhängige K+-Kanäle (K+-ATPasen) 
ATP-abhängige K+-Kanäle bilden in vielen Zellen ein Bindeglied zwischen zellulärem 
Metabolismus und elektrischer Aktivität. Man findet sie in den Membranen von Epithelzellen, 
Muskelzellen und Neuronen, in denen sie wichtige Funktionen bei der Kontrolle der 
Insulinausschüttung, der Regulation des Muskeltonus oder der Modulation der 
Transmitterausschüttung an Synapsen übernehmen. Von Levin et al. [2002] wurde eine 
Beteiligung von ATP-abhängigen K+-Kanälen bei der Determination der Rechts/Links-Achse 
im Hühnerembryo vorgeschlagen.  
Die Aktivität der Kanäle kann durch verschiedene Faktoren beeinflusst werden. Zu diesen 
gehören in erster Linie die intrazelluläre ATP-Konzentration (eine hohe Konzentration wirkt 
inhibierend), sowie H+-, Mg2+- und Cl--Ionen und bestimmte Lipide, welche die Aktivität der 
Kanäle erhöhen [Ashcroft und Gribble, 1998]. Bei der Steuerung der Insulinausschüttung 
wird die Aktivität von ATP-abhängigen K+-Kanälen durch α-Endosulfin reguliert.  
Die ATP-abhängigen K+-Kanäle bestehen aus zwei funktionellen Untereinheiten, dem 
Thioharnstoff-Rezeptor (sulfonylurea receptor, SURx) und der Kir6.2-Untereinheit, die für 
die Ionentranslokation verantwortlich ist. Sie bilden Octamere mit einer Stöchiometrie von 
4:4. SURx gehört zur Familie der ABC-Transporter. ABC-Transporter nutzen die Bindung 
und Hydrolyse von ATP für den Transport von Substraten über die Membran [Alberts et al., 
2002]. ATP-abhängige K+-Kanäle werden durch den Wirkstoff Glibenclamid inhibiert, der an 
den Thioharnstoffrezeptor der Kanäle bindet. Glibenclamid wird als Medikament zur 
Behandlung von Diabetes mellitus eingesetzt. 
Für die Oogenese von Drosophila wurden von Drummond-Barbosa und Spradling [2004] 
zwei Funktionen von ATP-abhängigen K+-Kanälen vorgeschlagen: Zum einen regulieren sie 
vermutlich die Dehydratation in S14-Follikeln (vor dem Quellen bei der endgültigen Reifung, 
siehe Kapitel 3.5), zum anderen könnten sie die Insulinausschüttung und damit die 
Proliferationsraten im Ovar regulieren. Eine weitere mögliche Funktion kommt Glibenclamid-
sensitiven K+-Kanälen beim Aufbau der Membranpotentiale in Oozyte und Nährzellen zu, 
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welche in späten Follikelstadien hauptsächlich durch die K+-Ionenkonzentration bestimmt 
werden [Sun und Wyman, 1993]. 
 
1.3.7 Na+,K+-ATPasen 
Neben den bereits beschriebenen Ionentransportmechanismen können auch Na+,K+-ATPasen 
in den Ovarfollikeln von Drosophila nachgewiesen werden [Bohrmann, 1991b; Bohrmann 
und Heinrich, 1994; Bohrmann und Braun, 1999]. Sie kommen in den lateralen und apikalen 
Follikelzellmembranen aller Stadien vor. In den Nährzellmembranen sind sie ab S10A und im 
Oolemma ab S10B nachweisbar. Späte vitellogene Follikel weisen Na+,K+-ATPasen in 
Vesikelmembranen im Cytoplasma der Oozyte auf [Bohrmann und Braun, 1999].  
Na+,K+-ATPasen pumpen unter ATP-Verbrauch im Verhältnis 3:2 Na+-Ionen aus der Zelle 
heraus und K+-Ionen in die Zelle hinein. Aus der Aktivität der Na+,K+-ATPasen resultieren 
ein negatives Potential im Zellinneren sowie Konzentrationsgradienten für beide Kationen 
[Alberts et al., 2002]. Eine mögliche Funktion der Na+,K+-ATPasen im Ovarfollikel von 
Drosophila könnte die Regulation des intrazellulären pH-Werts sein, da sie im sauren Milieu 
inhibiert und unter basischen Bedingungen aktiviert werden [Bohrmann, 1991b]. Zudem 
könnten Na+,K+-ATPasen an der Regulation des Zellvolumens beteiligt sein, da sie höhere 
Aktivität bei geringer Osmolarität im umgebenden Medium zeigen. Ein Beitrag zum 
stadienspezifischen K+-Aufnahmemuster und zum Membranpotential konnte für Drosophila-
Follikel hingegen nicht nachgewiesen werden [Bohrmann, 1991b]. 
 
1.4 Oogenese von Drosophila melanogaster 
Die Ovarfollikel von Drosophila entwickeln sich in paarig angelegten Ovarien, wobei jedes 
Ovar aus ca. 16 Ovariolen (Eischläuchen) besteht, in denen jeweils 6-7 Follikel (Eikammern) 
unterschiedlicher Entwicklungsstadien über Stielzellen miteinander verbunden sind [King, 
1970; Mahowald und Kambysellis, 1980; Spradling, 1993]. Der Entstehungsort der Follikel 
ist das anterior gelegene Germarium, an dessen Spitze sich die Stammzellen der somatischen 
Zellen und der Keimbahnzellen befinden. Die Eikammern schnüren sich vom Germarium ab 
und reifen in den Ovariolen zum befruchtungsfähigen Ei heran. Jeder Ovarfollikel besteht aus 
16 Keimbahnzellen (15 Nährzellen und eine Oozyte), die von einem Epithel somatischer 
Follikelzellen umgeben sind. Das Cytoplasma der Keimbahnzellen ist über 
Interzellularbrücken (Ringkanäle) verbunden. Die Oogenese wird nach King [1970] in 14 
Entwicklungsstadien (S1-S14) unterteilt, wobei die ersten sieben Stadien als prävitellogene 
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Stadien bezeichnet werden, in denen es vor allem zum Größenwachstum, zur Streckung des 
Follikels und zur Polyploidisierung der Nährzellen kommt. Die restlichen Stadien bezeichnet 
man als vitellogen, weil sie durch die Einlagerung von Dotter charakterisiert sind. Außerdem 
finden zahlreiche weitere Prozesse, wie Follikelzellwanderungen, Aufbau der Eihüllen, 
Transport von Molekülen aus den Nährzellen zur Oozyte und die Apoptose der Nährzellen 
statt [King, 1970; Mahowald und Kambysellis, 1980; Spradling, 1993].  
Die einzelnen Stadien der Oogenese sind in Abbildung 2 in einer Übersicht dargestellt und 
beschrieben. Im Verlauf der Oogenese kommt es zu zahlreichen Differenzierungsprozessen 
innerhalb der Eikammer, wobei die anteroposteriore Achse und die dorsoventrale Achse 
festgelegt werden und verschiedene Spezialisierungen und Zellmigrationen innerhalb des 
Follikelzellepithels stattfinden [z.B.: Horne-Badovinac und Bilder 2005; Roth und Lynch, 
2009]. Die ersten Spezialisierungen treten schon sehr früh in der Oogenese auf. Bereits kurz 
nach der Bildung des Ovarfollikels können drei verschiedene Follikelzellpopulationen 
unterschieden werden, die Polarzellen (je ein Zellpaar am anterioren und posterioren Ende des 
Follikels), die Stielzellen sowie die übrigen Follikelzellen, welche den Follikel umgeben und 
sich bis zum Stadium S6 teilen, wo sie eine Population von etwa 1000 Zellen bilden 
[Grammont und Irvine, 2002]. Induziert durch die Polarzellen kommt es zu einer weiteren 
Spezifikation der Follikelzellen, an deren Ende man 6 Follikelzelltypen unterscheiden kann 
[González-Reyes und St Johnston, 1998; Grammont und Irvine, 2002; Cavaliere et al., 2008]. 
Dies sind die terminalen Follikelzellen, die Hauptkörperfollikelzellen, die zentripetalen 
Follikelzellen, die abgeflachten Follikelzellen, die Grenzzellen (border cells) und die 
posterioren Polarzellen (s. Kapitel 3.1.3). 
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S8 
 
Erstes vitellogenes Stadium. Dottereinlagerung in die Oozyte 
beginnt, die Follikelzellschicht ist noch einheitlich. 
S9 
 
Beginn der Follikelzellmigration über die Oozyte, anteriore 
Follikelzellen sind weniger zahlreich und abgeflacht, die Oozyte 
nimmt etwa 1/3 der Eikammer ein, Beginn der 
Grenzzellwanderung (border cells) zwischen den Nährzellen 
hindurch. Vitellinvesikel (vitelline bodies) treten in Erscheinung. 
In den Nährzellen werden Lipidvesikel sichtbar. 
S10A 
 
Die Follikelzellen über der Oozyte bilden ein hoch-prismatisches 
Epithel, die dorsalen Follikelzellen sind etwas verdickt; noch 
keine zentripetale Wanderung von Follikelzellen zwischen 
Nährzellen und Oozyte. Die Grenzzellen haben den anterioren Pol 
der Oozyte erreicht. Die Vitellinvesikel sind größtenteils 
verschmolzen. Die Oozyte nimmt die halbe Eikammer ein. 
S1 Nährzellen und Oozyte haben die gleiche Größe; etwa 
80 Follikelzellen bilden ein Epithel um die Cystocyten. 
S2 
Der Follikel hat eine Größe von ca. 25x25 µm; 
Nährzellkern und Oozytenkern haben die gleiche 
Größe. 
S3 Follikelgröße 35x35 µm; Karyosom und Endobodys 
sind sichtbar. 
S4 Follikelgröße 40x50 µm; alle Nährzellkerne haben die 
gleiche Menge an DNA und sind polytän. 
S5 
Follikelgröße 55x75 µm; die Nährzellkerne sind nicht 
mehr polytän, die posterioren Kerne haben mehr DNA 
als die anterioren. 
S6 
Follikelgröße 60x85 µm; Follikelzellen beenden die 
mitotische Teilung, der Ploidiegehalt aller Nährzellen 
ist gleich, der Follikel hat eine ovale Form. 
S7 
Follikelgröße 70x115 µm; der Follikel streckt sich in 
die Länge, der Ploidiegehalt posteriorer Nährzellen ist 
höher. 
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S10B 
 
Die zentripetale Migration der anterioren, prismatischen 
Follikelzellen beginnt, die dorsalen Follikelzellen sind deutlich 
dicker als die ventralen. Die Grenzzellen liegen nun in der 
dorsalen Follikelhälfte gegenüber dem Oozytenkern. 
S11 
 
Die Oozyte nimmt mehr als die Hälfte der Eikammer ein, 
Nährzellapoptose und -rückbildung setzt ein. Die Oozyte ist fast 
vollständig von der Vitellinmembran umgeben, außer dort, wo das 
Cytoplasma aus den Nährzellen einströmt. Die dorsalen 
Chorionfilamente beginnen sich zu entwickeln. 
S12 
 
Anterior befinden sich nur noch die Kerne der Nährzellen, 
zwischen Vitellinmembran und Follikelzellen beginnt sich das 
Endochorion zu bilden, die entstehenden Dorsalfilamente 
verlängern sich. 
S13 
 
Einige Nährzellkerne sind noch vorhanden, Dorsalfilamente sind 
deutlich sichtbar, Glycogenvesikel (β-Vesikel) sind erstmals in 
der Oozyte vorhanden. Die Oozyte streckt sich, sie ist von der 
Vitellinmemban und dem Endochorion komplett umschlossen. 
Die Grenzzellen sekretieren die Micropyle. 
S14 
 
Die befruchtungsfähige Oozyte ist entstanden, die Dorsalfilamente 
sind komplett ausgebildet, die Oozyte ist von Vitellinmembran 
und vollständigem Chorion umgeben. Die Follikelzellen sterben 
apoptotisch ab. 
Abbildung 2: Schematische Darstellung und Beschreibung der Follikelstadien 1-14 nach 
Schnittpräparaten [Abb. aus King, 1970]. Die prävitellogene Stadien (S1-S7) sind rot unterlegt, die 
vitellogenen Stadien (S8-S14) sind grün unterlegt. 
 
1.5 Ziele der Arbeit 
Ziel der vorliegenden Arbeit ist eine möglichst detaillierte Beschreibung und Analyse der 
intrazellulären elektrischen Potentiale und der intrazellulären pH-Werte im Ovarfollikel von 
Drosophila melanogaster mittels Fluoreszenzmikroskopie. Es sollen die stadienspezifischen 
Charakteristika und Veränderungen der Membranpotentiale und der intrazellulären pH-Werte 
in den verschiedenen Zelltypen dargestellt werden. Besonderes Augenmerk wird hierbei auf 
das Auftreten von spezifischen Intensitätsmustern gelegt, die auf das Vorhandensein von 
Potential- bzw. pH-Wert-Gradienten innerhalb des Follikelzellepithels, der 
Nährzellpopulation oder der Oozyte hindeuten. Für die Untersuchungen werden die 
Fluoreszenzfarbstoffe DiBAC4 (potentiometrischer Farbstoff) und 5-CFDA,AM (pH-Wert-
Indikator) verwendet.  
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Um Hinweise auf Ursprünge und mögliche Funktionen der stadienspezifischen Änderungen 
von intrazellulären elektrischen Potentialen und pH-Werten zu erhalten, sollen zudem die 
Verteilungsmuster verschiedener Ionentransportmechanismen fluoreszenzmikroskopisch 
untersucht und dargestellt werden. Die Lokalisation von V-ATPasen, Gap-Junctions, Typ-L 
Ca2+-Kanälen, ATP-abhängigen K+-Kanälen, Na+,H+-Antiportern und Na+-Kanälen erfolgt 
mittels fluoreszierender Inhibitoren oder spezifischer Antikörper.  
Die Verteilungsmuster der untersuchten Kanäle und Pumpen sollen mit den beschriebenen  
Mustern der intrazellulären elektrischen Potentiale und der intrazellulären pH-Werte 
verglichen werden (Abb. 3). Aus gemeinsam auftretenden Intensitätsmustern werden 
Rückschlüsse auf mögliche ursächliche Zusammenhänge zwischen Ionentransport und 
resultierendem Membranpotential bzw. intrazellulärem pH-Wert gezogen.  
Die Ergebnisse sollen mit Erkenntnissen aus früheren Studien verglichen und diskutiert 
werden. Wichtige thematische Anknüpfungspunkte gibt es mit Untersuchungen zur 
Bedeutung von Bioelektrizität und Ionentransportprozessen für Entwicklungsvorgänge im 
Allgemeinen und zur Bedeutung von Bioelektrizität und Ionentransportprozessen in der 
Oogenese von Drosophila. Wo dies möglich ist, sollen die hier gefundenen Ergebnisse vor 
dem Hintergrund morphologischer, genetischer und physiologischer Entwicklungsprozesse im 
Ovarfollikel von Drosophila betrachtet werden. 
 
 
Abbildung 3: Ziele der Arbeit. 
In der vorliegenden Arbeit sollen mit Hilfe verschiedener fluoreszenzmikroskopischer Methoden 
bioelektrische Signale in Form von Potentialmustern und pH-Wertmustern im Ovarfollikel von 
Drosophila melanogaster untersucht und beschrieben werden. Des Weiteren werden die Verteilungsmuster 
verschiedener Ionentransportmechanismen analysiert. Wechselbeziehungen zwischen Ionentransport und 
bioelektrischen Signalen werden untersucht und diskutiert. Mögliche physiologische Bedeutungen der 
gefundenen Muster werden vor dem Hintergrund verschiedener Entwicklungsprozesse im Verlauf der 
Oogenese diskutiert. 
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2. Material und Methoden 
  
2.1 Versuchstiere 
Für alle Experimente wurde der Wildtypstamm Oregon R von Drosophila melanogaster 
verwendet. Die Fliegenzucht erfolgte bei Raumtemperatur in röhrenförmigen Zuchtgefäßen, 
deren Boden mit einem Nährbrei, bestehend aus Agar, Maisgries, Hefe, Rübenkraut und 
Antimykotikum, befüllt wurde. Die Gefäße mit dem ausgehärteten Nährbrei wurden im 
Kühlschrank gelagert. Frisch geschlüpfte Fliegen wurden in Zuchtgefäße überführt. Ein wenig 
mit Leitungswasser angerührte Hefe diente den Fliegen als Nahrung. Die Eier werden auf 
dem Nährbrei abgelegt, durch welchen sich die geschlüpften Larven hindurchfressen. Sie 
durchlaufen drei Larvenstadien und verpuppen sich schließlich an der Gefäßwand. Bevor die 
neue Fliegengeneration schlüpft, wird die Elterngeneration in 70% Ethanol getötet.  
 
2.2 Präparation der Ovarien und einzelner Ovarfollikel 
Die Präparation der Ovarien erfolgte in physiologischer Drosophila-Salzlösung (DPBS, 
Drosophila phosphate buffered saline) [Robb, 1996] oder R14-Medium (Komplettmedium) 
[Robb, 1969; Bohrmann 1991a]. Einzelne 2-3 Tage alte Fliegen wurden mit Hilfe einer 
Pinzette aus den Zuchtgefäßen entnommen, durch Zerquetschen des Kopfes schnell getötet 
und in mit Medium befüllte Blockschälchen überführt. Unter dem Stereomikroskop (SMZ 
1000, Nikon) erfolgte die Präparation mit Hilfe zweier Pinzetten (Dumont Nr. 5). Durch 
Öffnen des Abdomens wurden zunächst die paarigen Ovarien entnommen. Anschließend 
wurde mit einer Pinzette das Ovar fixiert, und mit der anderen wurden durch vorsichtiges 
Ziehen an den jüngsten Follikeln einer Ovariole die älteren Follikel (einzeln oder über die 
Stielzellen miteinander verbunden) aus der Muskelhülle gezogen. Auf diese Weise kann es 
nicht zu Verletzungen der Follikel kommen. Bei sehr jungen Follikelstadien (2-4) wurde die 
Muskelhülle vorsichtig mit zwei Wolframdrahtnadeln entfernt.  
 
2.3 Fluoreszenzmikroskopie 
Zur Untersuchung von elektrischen Potentialen und intrazellulären pH-Werten sowie zur 
Lokalisation von Ionentransportmechanismen wurden verschiedene fluoreszenzmikrosko-
pische Methoden an lebenden und fixierten Ovarfollikeln eingesetzt. Für die mikroskopische 
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Betrachtung der eingesetzten Fluoreszenzfarbstoffe und der immunhistochemischen 
Fluoreszenzfärbungen wurden drei Mikroskopietechniken verwendet: 
a. Weitfeldfluoreszenzmikroskopie (WFM)  
b. WFM mit ApoTome-Imaging-System der Fa. Zeiss (ApoTome) 
c. Laser-Scanning-Mikroskopie (LSM) 
 
a. Weitfeldfluoreszenzmikroskopie: 
Lebendpräparate wurden im jeweiligen Inkubationsmedium (R14-Medium + 
Fluoreszenzfarbstoff) mikroskopiert. Hierzu wurden sie entweder mit Hilfe einer 
Saugkapillare auf Objektträger überführt und mit Deckgläschen abgedeckt (Papierplättchen 
dienten als Abstandshalter) oder sie wurden mit ausreichend Medium in eine 
Perfusionskammer (s.u.) eingefüllt. 
Die fixierten Präparate der immunhistochemischen Färbungen wurden in Fluoromount G 
(FluoProbes, Interchim) eingebettet und mikroskopiert. Um einen Überblick über die 
Verteilung der Fluoreszenzintensitäten im gesamten Follikel zu erhalten, wurde vorwiegend 
mit 20- und 40-facher Objektivvergrößerung gearbeitet.  Für die qualitative und quantitative 
Auswertung der Fluoreszenzbilder wurden verschiedene Computerprogramme eingesetzt 
(Tabelle 1).  
 
b. ApoTome-Imaging-System (Zeiss) 
Das ApoTome-Imaging-System dient der Erzeugung optischer Schnitte in der 
Fluoreszenzmikroskopie mittels strukturierter Beleuchtung (Structured Illumination 
Microscopy). Hierzu wird der ApoTome-Schieber anstelle der Leuchtfeldblende in den 
Fluoreszenzstrahlengang eingesetzt. In diesem Schieber befindet sich eine Glasplatte mit 
Gitterstruktur. Diese projiziert ein Streifenmuster in die Fokusebene des Präparats. Eine 
zweite Glasplatte im Schieber kann über einen Scanning-Mechanismus gekippt werden, 
wobei sich das Bild des Gitters in der Präparatebene in definierten Schritten lateral bewegt. 
Für die Erstellung eines optischen Schnitts werden drei Rohbilder aufgenommen, bei denen 
sich die Gitterstruktur in drei verschiedenen Positionen befindet. Bei der anschließenden 
Verrechnung werden alle Bildanteile, die keine Gitterstruktur enthalten, weil sie sich 
außerhalb der Fokusebene befinden, entfernt.  
Das ApoTome wurde hier als Ergänzung zur konventionellen WFM verwendet (Tabelle 2). Es 
ermöglicht durch die Anfertigung optischer Schnitte eine genauere Zuordnung der 
Fluoreszenz zu einzelnen Zellen und Zellregionen in den relativ dicken Präparaten. Des 
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Weiteren ermöglicht diese Technik ein sehr zügiges Arbeiten, was gegenüber der Laser-
Scanning-Mikroskopie vor allem bei Lebendpräparaten von großem Vorteil ist (Life Cell 
Imaging). Mit Ausnahme des ApoTome-Schiebers unterscheidet sich das Vorgehen nicht von 
dem in der konventionellen WFM. Auch hier wurden Lebendpräparate im 
Inkubationsmedium auf Objektträgern oder in der Perfusionskammer mikroskopiert. Die 
fixierten Präparate der immunhistochemischen Fluoreszenzfärbungen wurden in Fluoromount 
G (FluoProbes, Interchim) eingebettet. 
 
c. Laser-Scanning-Mikroskopie 
Optische Schnitte mit Hilfe des Laser-Scanning-Mikroskops (LSM) wurden an Färbungen mit 
dem Fluoreszenzfarbstoff DiBAC4 (s.u.) und an immunhistochemischen 
Fluoreszenznachweisen von Ductin angefertigt. Die Präparate wurden in 50% Glycerin in 
PBS eingebettet. Die Aufnahmen wurden mit dem Computerprogramm Leica DMRE 
bearbeitet, wobei durch Überlagerung von 3-10 Einzelschnitten die Bilder erzeugt wurden 
(Tabelle 3). 
 
 
Tabelle 1: Weitfeldfluoreszenzmikroskopie(WFM) 
Mikroskop Axiovert 200 (Zeiss) 
Digitalkamera Orca ER (Hamamatsu) 
Objektive Plan-Neofluar 20x/0,5 Plan-Neofluar 40x/0,75 
Fluoreszenzfiltersets 
BP 365/12, FT 395, BP 445/50 
BP 470/40, FT 495, BP 525/50 
BP 546/12, FT 580, LP 590 
Beleuchtung HBO 100 
Computerprogramme 
Wasabi (Hamamatsu) zur Falschfarbendarstellung 
AxioVision Rel. 4.8 (Zeiss) zur Bearbeitung von z-Stapeln und 
zum Einfügen von Maßstäben 
ImageJ (NIH) zur Falschfarben- und 3-D-
Oberflächendarstellung 
Adobe Photoshop Elements 6.0 zur Überlagerung 
verschiedener Farbkanäle 
Origin Pro8G für Graustufenmatrix und Intensitätsplots 
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Tabelle 2: Weitfeldfluoreszenzmikroskopie mit ApoTome 
Mikroskop 
Axiovert 200 (Zeiss) 
+ ApoTome 
(manuell) 
AxioImager.M2 (Zeiss) 
+ ApoTome 
(motorisiert) 
Digitalkamera Orca ER (Hamamatsu) AxioCam MRm (Zeiss) 
Objektive (optische 
Schnittdicke in µm) 
Plan-Neofluar 20x/0,5 (1,5) 
Plan-Neofluar 40x/0,75 (1,6) 
EC Plan-Neofluar 20x/0,5 (1,5) 
Plan-Neofluar 40x/1,3 Oil (0,8) 
Fluoreszenzfiltersets 
BP 365/12, FT 395, BP 445/50 
BP 470/40, FT 495, BP 525/50 
BP 546/12, FT 580, LP 590 
G 365, FT 395, BP 445/50 
BP 470/40, FT 495, BP 525/50 
BP 550/25, FT 570, BP 605/70 
Beleuchtung HBO 100 HBO 100 
Computerprogramme 
Wasabi (Hamamatsu) zur Falschfarbendarstellung 
AxioVision Rel. 4.8 (Zeiss) zur Bearbeitung von z-Stapeln und 
zum Einfügen von Maßstäben 
ImageJ (NIH) zur Falschfarben- und 3-D-Oberflächendarstellung  
Adobe Photoshop Elements 6.0 zur Überlagerung verschiedener 
Farbkanäle 
Origin Pro8G für Graustufenmatrix und Intensitätsplots 
 
Tabelle 3: Laser-Scanning-Mikroskopie (LSM) 
Mikroskop Laser-Scanning-Mikroskop Leica DMRE 
Objektive 
HC Plan-Apochromat 20x/0,7CS 
HCX Plan-Apochromat 40x/1,25 Oil CS 
Lasersysteme 
Argon: 458 nm, 473 nm, 488 nm, 514 nm 
Helium/Neon: 543 nm 
Computerprogramme 
Leica DMRE zur Erzeugung von Bildern aus Einzelschnitten 
ImageJ (NIH) zur Falschfarben- und 3-D-
Oberflächendarstellung 
 
2.4 Immunhistochemie 
Die Verteilung von V-ATPasen, Gap-Junctions und spannungsgesteuerten Ca2+-Kanälen in 
den Ovarfollikeln von Drosophila wurde mithilfe von immunhistochemischen Färbungen 
untersucht. Ausgehend von dem 16 kDa-Protein Ductin, welches Bestandteil sowohl von V-
ATPasen (c-Untereinheit) als auch von Gap-Junctions ist [Finbow et al., 1994], wurden 
Doppelfärbungen von Anti-Ductin mit Antiseren gegen die a-Untereinheit der V-ATPase 
sowie gegen die Gap-Junction-Proteine Innexin 2 und 3 durchgeführt. Die Doppelfärbungen 
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dienten der Unterscheidung von Gap-Junctions und V-ATPasen. Für die Immunfärbungen 
wurden folgende Antiseren eingesetzt: 
1. Anti-Ductin (Rabbit-anti-Ductin, AB5496, Chemicon International, USA) ist ein in 
Kaninchen hergestelltes polyklonales, affinitätsgereinigtes Antiserum gegen das 16 kDa-
Protein Ductin. Die immunogene Sequenz ist bei allen bisher untersuchten Spezies identisch. 
Mittels Immunblot konnte gezeigt werden, dass das verwendete Antiserum Ductin-Oligomere 
sowie Ductin im Komplex mit anderen Proteinen spezifisch bindet und sich zum Nachweis 
und zur Lokalisation von Ductin in den Ovarfollikeln von Drosophila eignet [Krüger, 2007]. 
2. Anti-V-ATPase (Serum 181-2, [Zimmermann et al., 2003]) ist ein in Meerschweinchen 
hergestelltes polyklonales Antiserum gegen eine aus 390 Aminosäuren bestehende N-
terminale Region der a-Untereinheit der V-ATPase von Manduca sexta. Die zur Herstellung 
verwendete Region besitzt etwa 90 % Sequenzhomologie zum entsprechenden Drosophila-
Polypeptid. Das Antiserum wurde uns freundlicherweise von B. Walz und O. Baumann 
(Potsdam) zur Verfügung gestellt. 
3. Anti-Inx2 (AInx2GP-CL, R. Bauer, Bonn) ist ein in Meerschweinchen hergestelltes Anti-
Peptid-Serum, welches gegen die cytoplasmatische Schleife von Innexin 2 von Drosophila 
gerichtet ist. Es erkennt Innexin 2 im Ovar [Bohrmann und Zimmermann 2008]. 
4. Anti-Inx3 (AInx3GP-CT, R. Bauer, Bonn) ist ein in Meerschweinchen hergestelltes Anti-
Peptid-Serum, welches gegen den C-Terminus von Innexin 3 von Drosophila gerichtet ist. Es 
erkennt Innexin 3 im Ovar [Bohrmann und Zimmermann 2008]. Die Antiseren gegen Innexin 
2 und 3 wurden uns freundlicherweise von R. Bauer und M. Hoch (Bonn) zur Verfügung 
gestellt. 
5. Anti-Cavα1 (Anti-Cavpanα1 Subunit, Almone Labs, Israel) ist ein in Kaninchen 
hergestelltes polyklonales Antiserum, welches gegen ein intrazelluläres Epitop am C-
Terminus der α1-Untereinheit von Ca2+-Kanälen gerichtet ist. Das Antiserum erkennt die α1-
Untereinheit spannungsgesteuerter Ca2+-Kanälen der Cav1-Familie (Typ L), sowie die α1-
Untereinheit der Cav2-Familie (N-, P/Q- und R-Typ). Die immunogene Sequenz ist bei allen 
bisher untersuchten Spezies identisch. 
 
Die spezifische Bindung der jeweiligen Antikörper wurde mit Hilfe der 
fluoreszenzgekoppelten sekundären Antikörper Goat-anti-Rabbit-Cy3 (Jackson) und Donkey-
anti-Guinea-pig-FP488 (FluoProbes, Interchim, France) sichtbar gemacht. Zusätzlich wurden 
die Zellkerne mit DAPI (Sigma) gefärbt. Die mikroskopische Betrachtung der Präparate 
erfolgte am WFM, am WFM mit ApoTome oder am LSM.  
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 Arbeitsschritte: Die Präparation der Follikel erfolgte in DPBS wie in Kapitel 2.2 
beschrieben. Die Follikel wurden anschließend für 30 min auf Eis in 4 % Formaldehyd in 
PBS (phosphate buffered saline) fixiert und danach 3 x 10 min mit PBS-TX (phosphate 
buffered saline mit Triton X-100) gewaschen, indem unter dem Stereomikroskop mit einer 
Saugkapillare die Flüssigkeit aus dem Blockschälchen abgesaugt und durch die Waschlösung 
ersetzt wurde. Anschließend wurde für eine Stunde mit der BSA (bovine serum albumin) 
enthaltenden Blockierlösung inkubiert. Nach dem Entfernen der Blockierlösung wurden die 
primären Antiseren in der jeweiligen Konzentration in 100 µl PBS-TX/ 0,5 % BSA/ 0,05 % 
Na-Azid/ 0,01 % Thimerosal zugegeben (siehe Tabelle 4), für die Kontrollen wurde kein 
primäres Antiserum verwendet. Die Inkubation erfolgte über Nacht bei 4 °C in einer 
Feuchtkammer im Kühlschrank. Durch Waschen mit PBS-TX (6 x 10 min) wurde der primäre 
Antikörper aus dem Gewebe entfernt. Die fluoreszenzgekoppelten sekundären Antiseren 
wurden in den entsprechenden Konzentrationen in 100 µl PBS-TX/ 0,5 % BSA/ 0,05 % Na-
Azid/ 0,01 % Thimerosal zugegeben und für eine Stunde im Dunkeln inkubiert. Nach 
weiteren 6 x 10 min Waschschritten mit PBS erfolgte die dreiminütige DAPI-Färbung 
(1:5000 in PBS) mit anschließend 3 x 10 min Waschen mit PBS. Bis zur Betrachtung unter 
dem Fluoreszenzmikroskop wurden die Präparate in PBS/ 0,05 % Na-Azid in der 
Feuchtkammer im Kühlschrank gelagert. 
 
Tabelle 4: Verdünnungen der Antiseren 
Antiserum Anti-Ductin  
Anti-
Inx2 
Anti-
Inx3 
Anti-V-
ATPase 
Anti-
Cavα1 
Goat-anti-
Rabbit-Cy3 
Donkey-anti-
Guinea-pig-
FP488 
eingesetzte 
Konzentration 1:100 1:20 1:20 1:1000 1:100 1:2000 1:100 
 
2.5 SDS-PAGE und Western Blot 
Um das Protein Ductin im gesamten Ovar sowie in Proben von jungen bzw. alten 
Follikelstadien (S1-9 bzw. S10-12)  spezifisch nachzuweisen, wurden Western Blots 
durchgeführt. Die elektrophoretische Auftrennung der Proteine erfolgte mittels SDS-PAGE 
(Sodiumdodecylsulfat-Polyacrylamid-Gelelektrophorese). Für den Nachweis auf der 
Nitrozellulose wurde das in Kapitel 2.4 beschriebene polyklonale, affinitätsgereinigte Anti-
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Ductin-Serum verwendet [Krüger, 2007]. Die eingesetzten Chemikalien und die verwendeten 
Geräte sowie eine kurze Beschreibung der Arbeitsschritte sind im Anhang aufgeführt. 
 
 
2.6 Einsatz fluoreszierender Inhibitoren 
Zur Untersuchung des Verteilungsmusters von ATP-abhängigen K+-Kanälen, Na+-Kanälen/ 
Na+,H+-Antiportern und spannungsgesteuerten Typ-L Ca2+-Kanälen wurden fluoreszierende 
Inhibitoren eingesetzt. Diese binden jeweils spezifisch an die entsprechenden 
Ionentransportmechanismen. Das entstehende Fluoreszenzmuster ermöglicht Aussagen zur 
Lokalisation der untersuchten Kanäle. Die Färbungen wurden in vitro an lebenden 
Ovarfollikeln in R14-Medium durchgeführt und mittels des ApoTome-Imaging-Systems 
mikroskopiert. Die wichtigsten Eigenschaften und die eingesetzten Konzentrationen der 
verwendeten Fluoreszenzfarbstoffe sind in Tabelle 5 zusammenfasst. Bei dem 
fluoreszierenden Inhibitor Verapamil-FL, der Typ-L Ca2+-Kanälen spezifisch bindet, ist zu 
beachten, dass sich die Bindungsaffinität in Abhängigkeit vom Membranpotential bzw. in 
Abhängigkeit von den drei Konformationszuständen (inaktiviert, geöffnet, Ruhezustand) der 
Kanäle ändert. Eine Depolarisation des Membranpotentials führt bei Typ-L Ca2+-Kanälen zu 
einer Konformationsänderung aus dem Ruhezustand (geschlossen) in den geöffneten Zustand 
und kurz darauf in den inaktivierten Zustand. Die Bindungsaffinität zu Verapamil nimmt in 
der Reihenfolge inaktiviert  >> geöffnet > Ruhezustand ab [Hockermann et al., 1997]. Daher 
ist davon auszugehen, dass der fluoreszierende Inhibitor Verapamil-FL bei depolarisierten 
Membranpotentialen auf Grund des größeren Anteils an inaktivierten und geöffneten  Ca2+-
Kanälen ein stärkeres Signal hervorruft. 
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Tabelle 5: Eigenschaften und eingesetzte Konzentrationen der fluoreszierenden Inhibitoren 
Inhibitor 
(Hersteller) Bindungsort/ Wirkweise Fluoreszenzeigenschaften 
Stammlösung, 
eingesetzte 
Konzentration 
und 
Inkubationszeit 
Glibenclamid-TR 
BODIPY TR- 
Glibenclamid,  
ER-Tracker Red 
(Molecular Probes/ 
Invitrogen) 
Bindet und inhibiert den 
Thioharnstoffrezeptor 
von ATP-abhängigen 
K+-Kanälen, kann auch 
zum Nachweis von ER-
Strukturen genutzt 
werden. 
Glibenclamid ist an den 
Fluoreszenzfarbstoff Texas 
Red (TR) gekoppelt: 
max. Anregung: 587 nm 
max. Emission: 615 nm 
Stammlösung: 
1mM  in DMSO 
eingesetzte Konz.: 
1µM 
Inkubationszeit: 
15-20min 
Amilorid-FL 
BODIPY FL-
Amilorid 
(Molecular Probes/ 
Invitrogen) 
Inhibitor von Na+/H+-
Austauschern und von 
Na+-Kanälen 
Amilorid ist an das grün 
fluoreszierende Fluorescein 
(FL) gekoppelt: 
max. Anregung: 504 nm 
max. Emission: 511 nm 
Stammlösung: 
1mM  in DMSO 
eingesetzte Konz.: 
2µM 
Inkubationszeit: 
15-20min 
Verapamil-FL 
BODIPYFL- 
Verapamil- 
Hydrochlorid 
(Molecular Probes/ 
Invitrogen) 
 
Phenylalkylamin, das an 
die α1-Untereinheit von 
Typ-L Ca2+-Kanälen 
bindet und den Ca2+-
Transport inhibiert. 
Bindungsaffinität: 
inaktiviert  >> geöffnet > 
Ruhezustand. 
Verapamil ist an das grün 
fluoreszierende Fluorescein 
(FL) gekoppelt: 
max. Anregung: 504 nm 
max. Emission: 511 nm 
Stammlösung: 
1mM  in DMSO 
eingesetzte Konz.: 
1-2µM 
Inkubationszeit: 
20min 
 
Arbeitsschritte: 
Die Präparation der Follikel erfolgte wie in Kapitel 2.2 beschrieben in R14-Medium. 
Anschließend wurde das Präparationsmedium gegen die Färbelösung ausgetauscht, die den 
jeweiligen Inhibitor in der entsprechenden Konzentration in R14-Medium gelöst enthielt. Die 
Inkubation erfolgte im Dunkeln in einer Feuchtkammer. Vor dem Betrachten der Follikel 
unter dem Fluoreszenzmikroskop wurde die Färbelösung durch frisches R14-Medium ersetzt. 
Die Follikel wurden in R14-Medium  auf Objektträger überführt, mit den entsprechenden 
Filterkombinationen unter dem Mikroskop betrachtet und fotografiert. Für Glibenclamid-TR 
und Verapamil-FL erfolgte die Auswertung sowohl mit dem WFM als auch mit der 
ApoTome-Technik. Für alle Farbstoffe wurden die optimalen Konzentrationen und 
Inkubationszeiten in Vorexperimenten ermittelt. Die jeweiligen Werte sind Tabelle 5 zu 
entnehmen. In kompetetiven Kontrollexperimenten wurden Follikel zunächst mit den nicht-
fluoreszierenden Analoga Glibenclamid und Amilorid für ca. 15 Minuten vorinkubiert, um die 
spezifischen Bindungsstellen für die fluoreszierenden Inhibitoren (Glibenclamid-TR und 
Amilorid-FL) zu blockieren (s. Anhang). 
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2.7 Bestimmung der Membranpotentiale mit DiBAC4 
Zur Untersuchung der stadienspezifischen Potentialverhältnisse in Ovarfollikeln wurde der 
potentiometrische Farbstoff Bis-(1,3-Dibutylbarbituric Acid) Trimethine Oxonol (DiBAC4(3); 
Molecular Probes/ Invitrogen) verwendet. Dieser anionische Farbstoff dringt in Abhängigkeit 
vom Membranpotential über die Zellmembran in die Zellen ein, wo er an Proteine und 
Membranen bindet, wobei er erst nach Bindung zur Fluoreszenz angeregt werden kann. Die 
Fluoreszenz- und Bindungseigenschaften von DiBAC4 wurden in verschiedenen Studien an 
Zellen in Kultur untersucht [Bräuner et al., 1984; Epps et al., 1994; Yamada et al., 2001]. 
DiBAC4 zählt zur Gruppe der Oxonol-Farbstoffe und damit zu den „langsamen“ 
potentiometrischen Farbstoffen. Diese reagieren im Bereich von Minuten auf Veränderungen 
des Membranpotentials und zeichnen sich durch eine hohe Sensitivität aus. Sie zeigen 
Unterschiede im Membranpotential durch starke Änderungen der Fluoreszenzintensität an. 
Die Änderung der Emission kann bis zu 90% betragen [Epps et al., 1994]. Aufgrund seiner 
Eigenschaften eignet sich DiBAC4 besonders gut für die hier durchgeführten Experimente an 
Ovarfollikeln. Die betrachteten Phänomene benötigen keine hohe zeitliche Auflösung, da sie 
sich eher im Minuten- oder Stundenbereich abspielen. Stattdessen ist eine hohe Sensitivität 
erforderlich, um auch geringe Potentialunterschiede zwischen einzelnen Bereichen des 
Follikels detektieren zu können. Für DiBAC4 wurde ein linearer Zusammenhang zwischen 
Änderungen der Fluoreszenzintensität und Änderungen des Membranpotentials gezeigt 
[Bräuner et al., 1984; Epps et al., 1994], wobei eine Änderung des Membranpotentials um 
1mV zu einer Änderung der Fluoreszenzintensität von ~1 % führt [Bräuner et al., 1984]. Hohe 
Membranpotentiale (Hyperpolarisation) werden durch schwache Fluoreszenzintensitäten 
angezeigt, niedrige Membranpotentiale (Depolarisation) werden durch starke 
Fluoreszenzintensitäten angezeigt.  
Der Einsatz von DiBAC4 zur Bestimmung der elektrischen Potentialverhältnisse in 
Ovarfollikeln bietet verschiedene Vorteile gegenüber herkömmlichen Ableitverfahren mit 
Mikroelektroden. Die elektrischen Potentiale können in allen Zellen gleichzeitig betrachtet 
und verglichen werden. Außerdem kann das Membranpotential sehr kleiner Zellen, wie der 
Follikelzellen untersucht werden, die mit Elektroden kaum ableitbar sind. Innerhalb von 
großen Zellen, wie der Oozyte, ist es möglich, Bereiche verschiedener Potentiale zu 
unterscheiden. Zudem ist es möglich, die Membranpotentiale über längere Zeiträume zu 
beobachten und verschiedene Manipulationen durchzuführen, beispielsweise durch den 
Einsatz von Inhibitoren. Vergleichbare Untersuchungen zu Potentialverhältnissen im 
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Zellverbund wurden mit DiBAC4 bereits an Xenopus- und Hühnerembryonen durchgeführt 
[Levin et al., 2002; Adams et al., 2006]. 
Da hier keine Kalibrierung des potentiometrischen Farbstoffs durchgeführt wurde, können 
keine absoluten Werte für die Membranpotentiale angegeben werden. Es werden 
ausschließlich relative Veränderungen der Potentialverhältnisse im Verlauf der Oogenese 
beschrieben, wobei der bekannte lineare Zusammenhang zwischen Membranpotential und 
Fluoreszenzintensität zu Grunde gelegt wurde. Außerdem wurden ausschließlich die 
Membranpotentiale von Zellen etwa gleicher Größe miteinander verglichen (Follikelzellen 
mit Follikelzellen, Nährzellen mit Nährzellen), da die Aufnahme des Fluoreszenzfarbstoffs 
nicht nur vom Membranpotential, sondern auch von der Zellgröße abhängig ist. 
 
Es wurden vier Arten von Experimenten mit DiBAC4 durchgeführt: 
1) Untersuchung der In-vitro-Entwicklung in R14-Medium in Anwesenheit von DiBAC4 
zum Ausschluss von toxischen Wirkungen auf die Ovarfollikel. 
2) Untersuchung der DiBAC4-Fluoreszenz in Ovarfollikeln aller Entwicklungsstadien zur 
Beschreibung stadienspezifischer und zelltypspezifischer Potentialverhältnisse. 
3) Inhibitionsexperiment 1: Untersuchung des Beitrags verschiedener Ionentransport-
mechanismen zu den Membranpotentialen im Ovarfollikel durch Einsatz von 
Inhibitoren und durch Vergleich der Fluoreszenzverteilung und Fluoreszenzintensität 
bei Follikeln der Kontrollgruppen und der Inhibitionsgruppen.  
4) Inhibitionsexperiment 2: Direkte Untersuchung der Inhibitorwirkung an einzelnen 
Ovarfollikeln durch Austausch des Inkubationsmediums in der Perfusionskammer. 
 
1. In-vitro-Entwicklung in Anwesenheit von DiBAC4 
Das verwendete R14-Medium ist zur In-vitro-Kultur der Ovarfollikel von Drosophila gut 
geeignet [Bohrmann 1991a]. Bohrmann und Sander [1987] konnten zeigen, dass Follikel ab 
dem Stadium S10B ihre Entwicklung bis zum Stadium S14 innerhalb von 8 Stunden in R14-
Medium abschließen. Um eine mögliche Toxizität von DiBAC4 und Ethanol ausschließen zu 
können, wurde die In-vitro-Entwicklung in Anwesenheit von DiBAC4 und Ethanol untersucht 
und mit der In–vitro-Entwicklung in R14-Medium verglichen. 
Arbeitsschritte: Die Follikel wurden in R14-Medium wie in Kapitel 2.2 beschrieben 
präpariert und S10B-Follikel wurden vereinzelt. Die Follikel der Kontrollgruppe wurden in 
50µl R14-Medium inkubiert, bei der DiBAC4-Gruppe wurde dem R14-Medium pro ml 1-3 µl 
der DiBAC4-Stammlösung (1 mM in 70 % Ethanol) beigefügt. Die Inkubation erfolgte über 
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Nacht. Am darauf folgenden Tag wurden die Entwicklungsstadien in jeder Gruppe ausgezählt 
und dokumentiert. 
 
2. DiBAC4-Fluoreszenzfärbungen der Ovarfollikel 
Zur detaillierten Beschreibung der stadienspezifischen DiBAC4-Fluoreszenz wurden 
Färbungen an Ovarfollikeln aller Stadien durchgeführt, wobei zunächst die optimalen 
DiBAC4-Konzentrationen und Inkubationszeiten ermittelt wurden. Die Betrachtung der 
Fluoreszenz erfolgte am WFM, am LSM und mit Hilfe der ApoTome-Technik. Für die 
Auswertung der Fluoreszenzmuster wurden verschiedene Computerprogramme (s.u.) 
eingesetzt.  
Arbeitsschritte: Die Follikel wurden in R14-Medium wie in Kapitel 2.2 beschrieben 
präpariert. Das Präparationsmedium wurde anschließend gegen 1-3 µM DiBAC4 (in 70 % 
Ethanol) in R14-Medium ausgetauscht. Nach einer 15minütigen Inkubation wurden die 
Follikel im DiBAC4/R14-Medium auf Objektträger überführt und mit der entsprechenden 
Fluoreszenzanregung am WFM, am LSM oder mittels ApoTome-Technik betrachtet. Aus den 
DiBAC4-Fluoreszenzmustern wurden Rückschlüsse auf die Membranpotentiale innerhalb des 
Ovarfollikels gezogen. Für die Auswertung der Fluoreszenzintensitäten wurden die 
Computerprogramme Wasabi, AxioVision, ImageJ und OriginPro8G zu Hilfe genommen. Die 
verwendeten Funktionen, wie Falschfarbendarstellung und Intensitätsprofile werden weiter 
unten dargestellt (Kapitel 2.8).  
 
3. Inhibitionsexperiment 1 
Um den Beitrag verschiedener Ionentransportmechanismen zu den elektrischen Potentialen im 
Ovarfollikel zu untersuchen, wurden DiBAC4-Färbungen unter Zugabe verschiedener 
Inhibitoren durchgeführt. Zur Inhibition von V-ATPasen wurde der spezifische Inhibitor 
Bafilomycin (Bafilomycin A1, B1793, Sigma-Aldrich) eingesetzt. Bafilomycin ist ein 
Makrolidantibiotikum, das mit hoher Spezifität an die ATPasen von Mikroorganismen, 
Pflanzen- und Tierzellen bindet und deren Aktivität inhibiert. Für den Einsatz von 
Bafilomycin in nanomolaren Konzentrationen konnte die spezifische Inhibition von V-
ATPasen gezeigt werden [Dröse und Altendorf, 1997].  
Zur Inhibition von Na+-Kanälen und Na+,H+-Antiportern wurde der Inhibitor Amilorid 
eingesetzt. Verschiedene strukturell verwandte Kationenkanäle weisen Amiloridsensitivität 
auf. Hierzu zählen insbesondere die Na+-Kanäle der Degenerin/ENaC/FaNaC/ASIC-Familie 
[Darboux et al., 1998].  Darüber hinaus werden auch Na+,H+-Antiporter durch Amilorid 
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inhibiert. Die Inhibition basiert auf der kompetitiven Bindung von Amilorid an der Na+-
Bindungsstelle der Na+,H+-Antiporter. Aus dem Vergleich der Fluoreszenzverteilung und der 
Fluoreszenzintensität von Kontrollgruppen und Inhibitionsgruppen wurden Rückschlüsse auf 
den Beitrag der verschiedenen Ionentransportmechanismen zu den elektrischen Potentialen 
gezogen.  
Arbeitsschritte: Die Follikel wurden in R14-Medium wie in Kapitel 2.2 beschrieben 
präpariert. Der Präparation folgte eine 10minütige Vorinkubation mit dem jeweiligen 
Inhibitor (Bafilomycin (Stammlösung: 160 µM in DMSO): 320 nM in R14, Amilorid 
(Stammlösung: 10 mM in DMSO): 10 µM im R14), die Kontrollgruppe wurde in frischem 
R14-Medium mit entsprechender Menge DMSO (0,1 % - 0,5 %) vorinkubiert. Anschließend 
wurde das Medium gegen 1 µM DiBAC4 (in 70 % Ethanol) in R14-Medium ausgetauscht 
(Kontrollgruppe). In der Inhibitionsgruppe wurde der jeweilige Inhibitor dem DiBAC4-R14-
Medium zugegeben. Nach einer weiteren 15minütigen Inkubation wurden die Follikel im 
jeweiligen Medium auf Objektträger überführt und mit der entsprechenden 
Fluoreszenzanregung am WFM im optischen Medianschnitt betrachtet und bei gleichen 
Mikroskop- und Kameraeinstellungen fotografiert. Für den Vergleich der 
Fluoreszenzintensitäten zwischen Kontroll- und Inhibitionsgruppe wurden die 
Fluoreszenzaufnahmen mit Hilfe der Programme Wasabi oder ImageJ in Falschfarbenbilder 
(s. Kapitel 2.8) umgewandelt. 
 
4. Inhibitionsexperiment 2 
Um den Einfluss der Inhibitoren Bafilomycin und Amilorid direkt zu verfolgen, wurden 
DiBAC4-Färbungen in einer Perfusionskammer (Sigma-Aldrich) durchgeführt, welche über 
kleine seitliche Öffnungen den Austausch des Inkubationsmediums ermöglicht (Abb. 4). Die 
Perfusionskammer wird auf einen Objektträger geklebt (bei Verwendung eines inversen 
Mikroskops auf ein großes Deckglas). Mit Hilfe einer Saugkapillare kann unter der Stereolupe 
Medium, über eine der beiden Öffnungen in die Kammer gefüllt und auch wieder abgesaugt 
werden. Der Kammerinhalt kann unter dem Mikroskop betrachtet werden. 
 
Arbeitsschritte: Die präparierten Follikel wurden zunächst 15 Minuten in DiBAC4-R14-
Medium inkubiert. Anschließend wurden einzelne Follikel mit einer Saugkapillare mit dem 
Medium in die Perfusionskammer übertragen. Am WFM wurden Fluoreszenzaufnahmen von 
optischen Medianschnitten durch die Follikel angefertigt. Anschließend wurde das Medium 
aus der Perfusionskammer abgesaugt und durch das entsprechende Inhibitionsmedium ersetzt 
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(DiBAC4-R14 mit Bafilomycin (320 nM) bzw. mit Amilorid (10 µM)). Nach kurzer 
Einwirkzeit wurden erneut Fluoreszenzaufnahmen der gleichen Follikel angefertigt, wobei 
alle Kamera- und Mikroskopeinstellungen beibehalten wurden. Die beobachteten 
Veränderungen der DiBAC4-Fluoreszenz wurden mit Hilfe des Programms OriginPro8G 
ausgewertet. 
 
 
Abbildung 4: Perfusionskammer (Sigma-Aldrich).  
Die vierteilige Perfusionskammer wird durch leichten Druck auf einen Objektträger aufgeklebt. Jede der 
vier Kammern kann über die kleinen Öffnungen (Pfeil) mit Medium und Präparaten befüllt werden. Das 
Medium kann mit Hilfe einer Saugkapillare aus der Kammer entfernt und durch neues Medium ersetzt 
werden, während die Objekte in der Kammer verbleiben. 
 
2.8 Auswertung der Fluoreszenzfärbungen 
Die Fluoreszenzaufnahmen der verschiedenen Versuchsansätze wurden je nach Fragestellung 
mit verschiedenen Programmen ausgewertet. Allgemein wurde für alle Experimente die 
Grundannahme verwendet, dass eine Änderung des Membranpotentials um 1mV eine  
Fluoreszenzintensitätsveränderung um 1 % zur Folge hat (s. Kapitel 2.6). 
 
Falschfarbendarstellung: 
Um die Auswertung der DiBAC4-Fluoreszenzintensitäten zu vereinfachen, wurden die 
Fluoreszenzbilder in Falschfarbenbilder umgewandelt, bei denen Intensitätsbereiche in 
bestimmten Farben zusammengefasst dargestellt werden. Bei der Umwandlung in den 
Farbcode gehen zwar Detailinformationen verloren, wesentliche Unterschiede zwischen 
verschiedenen Bereichen treten aber deutlicher hervor. Außerdem vereinfacht das 
Arbeiten mit definierten Farbstufen eine quantitative Auswertung. Für die 
Falschfarbendarstellung wurden die jeweiligen Funktionen der Programme Wasabi oder 
ImageJ verwendet. Der Wasabi-Falschfarbenfilter (Abb. 5) stellt die 
Fluoreszenzintensitäten in 15 Farbabstufungen dar. Jeder Farbsprung entspricht einer 
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Intensitätsänderung von 6,67 % und damit einer Potentialänderung von 6,67 mV. Ein 
Beispiel für die Falschfarbendarstellung mit den entsprechenden Farbabstufungen ist in 
Abb. 5 anhand einer Fluoreszenzaufnahme dargestellt und erläutert.  
Abbildung 5: Wasabi-Falschfarbendarstellung von Fluoreszenzbildern. 
A: Fluoreszenzmikroskopische Aufnahme der DiBAC4-Färbung eines S10B-Follikels. Die Bereiche 
stärkster und geringster Fluoreszenzintensität sind durch Pfeile markiert. B: Derselbe Follikel in der 
Wasabi-Falschfarbendarstellung. Bereiche starker Fluoreszenz sind in roten bis weißen Farben 
dargestellt, schwache Fluoreszenz wird durch Blautöne repräsentiert. In C ist die zugehörige Farbskala 
dargestellt. Von 0 % bis 100 % Fluoreszenzintensität ist sie in 15 Farbstufen unterteilt, so dass jede 
Farbstufe einen Intensitätsbereich von 6,67 % umfasst. Für die DiBAC4-Färbung gilt: je höher die 
Fluoreszenzintensität, desto stärker depolarisiert ist das Membranpotential.  
Die Falschfarbenfunktion des Programms ImageJ bietet neben der Umwandlung der 
Fluoreszenzbilder in Falschfarben zusätzlich die Möglichkeit, die Fluoreszenzintensität in 
Form einer Oberflächendarstellung zu codieren, wobei starke Fluoreszenz durch Berge und 
schwache Fluoreszenz durch Täler repräsentiert werden. Die Bilder können in der Ebene 
gedreht werden. Die Darstellung erzeugt einen räumlichen Eindruck und vereinfacht in vielen 
Fällen die Vorstellung von den vorliegenden Fluoreszenzverteilungen. In Abb. 6 sind die 
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ImageJ-Falschfarbenskala sowie die Falschfarben-Oberflächendarstellung an einem Beispiel 
gezeigt und erläutert.  Im Vergleich zur entsprechenden Funktion von Wasabi hat die 
Darstellung einen kontinuierlichen Farbverlauf, anstelle von diskreten Farbsprüngen. 
 
 
Abbildung 6: ImageJ-Falschfarben- und Oberflächendarstellung von Fluoreszenzbildern.  
A: Fluoreszenzmikroskopische Aufnahme eines S10B-Follikels. Die Bereiche stärkster und geringster 
Fluoreszenzintensität sind durch Pfeile markiert. B: Falschfarben- und Oberflächendarstellung 
(pseudocolour surface plot) desselben Follikels. Der Follikel ist leicht in der Ebene gekippt. Die 
Fluoreszenzintensität ist sowohl farblich, als auch räumlich codiert. Starke Fluoreszenz wird durch Berge, 
schwache Fluoreszenz wird durch Täler repräsentiert. Die Farbskala ist in C vergrößert dargestellt, die 
seitliche Beschriftung entspricht den Graustufenwerten des Original-Fluoreszenzbildes. Starke DiBAC4-
Fluoreszenz deutet auf Depolarisation hin, schwache DiBAC4-Fluoreszenz auf Hyperpolarisation. 
 
 
Für die Zusammenfassung der Fluoreszenzmuster wurde zur deutlichen Hervorhebung der 
Fluoreszenzmuster eine weitere ImageJ-Falschfarbendarstellung genutzt (Fire LUT). Die 
entsprechende Farbskala ist jeweils neben den Bildern gezeigt. Die Falschfarbendarstellung 
von ImageJ wurde in der Auswertung zumeist verwendet, um qualitative Aussagen über 
Fluoreszenzmuster zu ermöglichen. Für quantitative Aussagen wurde zumeist mit den 
diskreten Farbstufen der Wasabi-Funktion gearbeitet. 
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Quantitative Auswertung von Fluoreszenzverteilungen mit OriginPro8G 
Für die quantitative Auswertung bestimmter Fluoreszenzintensitäten im Zusammenhang mit 
Inhibitionsexperimenten wurde mit dem Programm OriginPro8G gearbeitet. Die 
Fluoreszenzbilder wurden in eine Graustufenmatrix konvertiert, in der für jeden Bildpunkt die 
Fluoreszenzintensität bekannt ist. Je nach Fragestellung wurden in dorsoventraler oder 
anteroposteriorer Richtung Schnittebenen durch den abgebildeten Ovarfollikel gelegt. Die 
Fluoreszenz in dieser Ebene wurde in einem Intensitätsdiagramm dargestellt. Die 
Graustufenmatrix mit ausgewählter transversal verlaufender Schnittebene und der 
entsprechende Intensitätsplot sind an einem Beispiel in Abb. 7 dargestellt. 
  
 
Abbildung 7: OriginPro8G-Graustufenmatrix (A) und -Intensitätsdiagramm (B) am Beispiel der DiBAC4-
Färbung eines S10B-Follikels.  
Die gelbe Linie in A zeigt die gewählte Schnittebene an. In B ist das entsprechende Intensitätsdiagramm 
dieser Schnittebene vergrößert dargestellt.  
 
Die weitere Vorgehensweise in OriginPro8G unterschied sich je nach Fragestellung. 
 
1. Auswertung der DiBAC4-Intensitätsdifferenzen in der dorsoventralen Follikelachse: 
Um die Intensitätsdifferenzen in der dorsoventralen Follikelachse zu bestimmen, wurde die 
Schnittebene durch Oozyte und Follikelzellepithel im anterioren Bereich der Oozyte gelegt. 
Mit den Rohdaten des Intensitätsplots wurde wie folgt verfahren: 
1) Ausschluss von Datenpunkten <15, um die Hintergrundfluoreszenz zu entfernen. 
2) Normalisierung von X- und Y-Achse. 
3) Um das Auffinden lokaler Maxima zu vereinfachen, wurden kleine Schwankungen im 
Kurvenverlauf durch Anwendung der entsprechenden Programmfunktion (Sawitzky-
Golay-Verfahren) geglättet. 
4) Auffinden lokaler Maxima im Übergangsbereich von Follikelzellen zur Oozyte. 
5) Ermittlung der Intensitätsdifferenz zwischen den beiden Seiten des Ovarfollikels. 
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2. Auswertung der DiBAC4-Intensitätsunterschiede nach Inhibition mit Bafilomycin 
bzw. Amilorid: 
Durch die Fluoreszenzaufnahmen der Ovarfollikel vor und nach der Inhibition wurden 
Schnittebenen entlang der Längsachse und entlang der Querachse gewählt. Mit den Rohdaten 
der Intensitätsplots wurde wie folgt weiter verfahren: 
1) Ausschluss von Datenpunkten <15, um die Hintergrundfluoreszenz zu entfernen. 
2) Normalisierung von X- und Y-Achse. 
3) Auftragung beider Intensitätsplots (vor und nach der Inhibitorzugabe) in einem 
Diagramm. 
4) Berechnung der mittleren Intensitätsdifferenzen zwischen beiden Kurven. 
 
Je nach Fragestellung wurden bestimmte Bereiche der Ovarfollikel gesondert betrachtet, z.B. 
der Nährzellbereich und der Bereich der Oozyte. 
 
2.9 Untersuchung der pH-Wert-Verhältnisse mit 5-CFDA,AM 
Zur Untersuchung der stadienspezifischen pH-Wert-Verhältnisse im Ovarfollikel wurde der 
pH-Indikator 5-Carboxyfluorescein-Diacetat-Acetoxymethylester (5-CFDA,AM, Molecular 
Probes/ Invitrogen) verwendet. Carboxyfluorescein und dessen Derivate gehören zu den 
gängigsten Fluoreszenzindikatoren, die zur Bestimmung des intrazellulären pH-Werts genutzt 
werden, da ihre Fluoreszenzanregung und damit die Fluoreszenzintensität nahezu linear 
zwischen pH 6,5 und pH 8,0 ansteigt [Madshus, 1988]. Das hier verwendete 5-CFDA,AM 
passiert die Zellmembran und gelangt in das Zellinnere, wobei der Acetoxymethyl(AM)–ester 
die Aufnahme in die Zelle erleichtert. Im Cytoplasma wird das Molekül durch intrazelluläre 
Esterasen hydrolysiert, und das entstandene dreifache Anion Carboxyfluorescein wirkt als 
fluoreszierender pH-Indikator. Der Fluoreszenzfarbstoff eignet sich zur Diskriminierung von 
pH-Werten um den Neutralwert. Die Fluoreszenzintensität des Farbstoffs ändert sich in 
Abhängigkeit von der intrazellulären Protonenkonzentration. Die Protonierung des Anions 
führt zum Verlust der Fluoreszenz. Ein saurer pH-Wert (hohe Protonenkonzentration) wird 
folglich durch geringe Fluoreszenzintensität angezeigt, während ein basischer pH-Wert 
(geringe Protonenkonzentration) durch stärkere Fluoreszenzintensität angezeigt wird. 
Abbildung 8 zeigt das Absorptions- und Emissionsspektrum von Fluorescein in Abhängigkeit 
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vom pH-Wert. Die pH-Wert-abhängigen Fluoreszenzeigenschaften von Carboxyfluorescein 
sind mit denen von Fluorescein nahezu identisch [Molecular Probes, Produktinformation]. 
 
 
Abbildung 8: pH-Wert-abhängiges (A) Absorptions- und (B) Emissionsspektrum von Fluorescein.  
Die Fluoreszenzeigenschaften von Carboxyfluorescein entsprechen denen von Fluorescein. [Molecular 
Probes]. 
 
In der vorliegenden Arbeit wurden Fluoreszenzfärbungen mit 5-CFDA,AM durchgeführt, um 
die stadienspezifischen intrazellulären pH-Werte im Ovarfollikel von Drosophila zu 
untersuchen. Zusätzlich wurde 5-CFDA,AM in Kombination mit den Inhibitoren Bafilomycin 
und Amilorid eingesetzt, um den Einfluss von V-ATPasen und Na+, H+-Antiportern auf die 
pH-Wert-Verhältnisse im Ovarfollikel zu analysieren. Da keine Kalibrierung des 
Fluoreszenzfarbstoffs durchgeführt wurde, können für die untersuchten Follikel keine 
absoluten pH-Werte angegeben werden. Es werden ausschließlich relative Unterschiede in der 
Fluoreszenzintensität verschiedener Zellen beschrieben. Die Beurteilung der Fluoreszenz 
erfolgte unter der Annahme, dass starke Fluoreszenzintensität auf eher basische pH-Werte 
hindeutet, schwache Fluoreszenzintensität auf eher saure pH-Werte. 
 
 
 
Untersuchung der intrazellulären pH-Werte 
Zur Untersuchung der stadienspezifischen intrazellulären pH-Werte wurden 5-CFDA,AM-
Fluoreszenzfärbungen an Follikeln aller Stadien durchgeführt, wobei zunächst die optimalen 
Farbstoffkonzentrationen und Inkubationszeiten ermittelt wurden. Die mikroskopische 
Betrachtung der Fluoreszenz erfolgte mit Hilfe der ApoTome-Technik von Zeiss. Neben der 
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Möglichkeit optische Schnitte im Präparat zu erzeugen wurde auch die z-Stapel-Funktion 
genutzt. Dabei werden Bildfolgen eines Präparats erzeugt, indem die Fokusebene für jede 
Aufnahme in definiertem Abstand verändert wird. Die Bildstapel erleichtern in vielen Fällen 
das Erlangen einer räumlichen Vorstellung von den Fluoreszenzverteilungen im Follikel. Für 
die Beurteilung der Fluoreszenzintensitäten wurde außerdem die ImageJ-
Falschfarbendarstellung genutzt.  
Arbeitsschritte: Die Präparation der Follikel erfolgte in R14-Medium wie in Kapitel 2.2 
beschrieben. Das Präparationsmedium wurde gegen 4 µM 5-CFDA,AM (Stammlösung: 1mM 
in DMSO) in R14 ausgetauscht.  Nach 15-20 minütiger Inkubation wurde die Farbstofflösung 
gegen R14-Medium ersetzt, die Follikel wurden mit Hilfe einer Saugkapillare auf 
Objektträger überführt und mit der ApoTome-Technik am Fluoreszenzmikroskop betrachtet 
und fotografiert.  
 
Einsatz von 5-CFDA,AM in Kombination mit Inhibitoren 
Um den Einfluss von V-ATPasen und Na+,H+-Austauschern auf die intrazellulären pH-Werte 
im Ovarfollikel zu untersuchen, wurde 5-CFDA,AM gemeinsam mit den Inhibitoren 
Bafilomycin und Amilorid (s. Kapitel 2.6) eingesetzt. Durch den Vergleich der 
Fluoreszenzverteilung und der Fluoreszenzintensitäten bei Follikeln der Kontrollgruppe mit 
denen der Inhibitionsgruppe konnten Rückschlüsse auf Beiträge der verschiedenen 
Ionentransportmechanismen zum intrazellulären pH-Wert gezogen werden. 
 
Arbeitsschritte: 
Die Follikel wurden in R14-Medium präpariert, anschließend wurde das Präparationsmedium 
gegen R14-Medium ausgetauscht, welches 4 µM 5-CFDA,AM und den jeweiligen Inhibitor 
enthielt (Bafilomycin 320 nM, Amilorid 10 µM in DMSO). Der Kontrollgruppe wurde R14-
Medium mit 4 µM 5-CFDA,AM und der entsprechenden Menge DMSO (0,1 % - 0,5 %) 
zugegeben. Nach 15-20 minütiger Inkubation wurde die Farbstofflösung gegen R14-Medium 
ersetzt und die Follikel wurden mit Hilfe der ApoTome-Technik am Fluoreszenzmikroskop 
betrachtet und bei gleicher Belichtungszeit fotografiert. Anschließend wurden die 
Fluoreszenzverteilung und die Fluoreszenzintensitäten von Kontrollgruppe und 
Inhibitionsgruppe miteinander verglichen. 
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3. Ergebnisse 
 
3.1 Potentialmessungen mit DiBAC4 
Mit dem potentiometrischen Farbstoff DiBAC4 wurden zahlreiche Färbungen der Ovarfollikel 
aller Stadien durchgeführt, um ein möglichst genaues Bild der Membranpotentialverhältnisse 
während der Oogenese zu erhalten. Für die Auswertung der Experimente wird ein linearer 
Zusammenhang zwischen dem Membranpotential und der Fluoreszenzintensität 
vorausgesetzt, wobei Depolarisation durch starke Fluoreszenz angezeigt wird und 
Hyperpolarisation durch schwache Fluoreszenz [Epps et. al., 1994]. Alle Experimente mit 
DiBAC4 wurden an lebenden Follikeln in R14-Medium durchgeführt. 
 
3.1.1 Untersuchung der DiBAC4-Verträglichkeit 
Um eine mögliche Toxizität von Ethanol und DiBAC4 auszuschließen, wurde die In-vitro-
Entwicklung der Ovarfollikel über Nacht in Anwesenheit der entsprechenden DiBAC4- und 
Ethanol-Konzentrationen getestet und mit der Entwicklung in R14-Medium verglichen. Die 
aufgefundenen Entwicklungsstadien aller Experimente sind in Tabelle 6 zusammengefasst. 
 
Tabelle 6: In vitro- Entwicklung (über Nacht) ab Stadium S10B in R14-Medium (Kontrolle) und in 
Anwesenheit von DiBAC4 und Ethanol. 
 
S10B S11 S12 S13 S14 
Gesamtzahl 
(n) 
Kontrolle in 
R14 (50 µl) 
26,3% 8,4% 7,4% 13,7% 44,2% 95 
1-3 µl DiBAC4-
Stammlösung (1mM in    
70 % Ethanol) in 1 ml R14 
(insgesamt 50 µl) 
33,7% 16,3% 4,1% 9,2% 36,7% 98 
 
Im verwendeten R14-Medium zeigten S10B-Follikel ein gutes Überleben und gute 
Entwicklungsfähigkeit bis S14: 74 % der Follikel entwickelten sich in R14 über S10B hinaus, 
insgesamt 44 % bis S14. Der Zusatz von DiBAC4 und Ethanol beeinflusste die 
Entwicklungsfähigkeit nur gering: Hier entwickelten sich 66 % der Follikel über S10B hinaus, 
insgesamt erreichen 36 % S14. Folglich ist ein Zusatz von DiBAC4 und Ethanol in den für die 
folgenden Experimente relevanten Konzentrationen für die Follikel nicht toxisch.  
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3.1.2 Vergleich der verwendeten mikroskopischen Techniken 
Die Fluoreszenzfärbungen wurden zunächst am Weitfeldfluoreszenzmikroskop (WFM) 
untersucht und dokumentiert. Hierbei zeigten sich charakteristische, stadienspezifische 
Fluoreszenzmuster innerhalb der Follikel. Die Ergebnisse waren zwar gut reproduzierbar, 
allerdings konnte der zelluläre Ursprung der Fluoreszenz nur unzureichend lokalisiert werden. 
Über die Membranpotentialverhältnisse in Oozyte und Nährzellen konnten nahezu keine 
exakten Aussagen getroffen werden, da die Fluoreszenz von außerhalb der Fokusebene 
liegenden Bereichen relativ stark war. Auch innerhalb des Follikelzellepithels konnte die 
Fluoreszenz nur relativ ungenau einzelnen Zellen zugeordnet werden. Der Einsatz von Laser-
Scanning-Mikroskopie (LSM) und ApoTome-Technik ermöglichte eine genauere Zuordnung 
der Fluoreszenz zu verschiedenen Zelltypen. Durch das Entfernen der außerhalb des Fokus 
liegenden Bildanteile konnten die Potentialverhältnisse in Oozyte und Nährzellen eindeutig 
bestimmt werden. Selbst innerhalb einzelner Follikelzellen konnten elektrische 
Potentialgradienten sichtbar gemacht werden.  Die ApoTome-Technik ermöglichte zudem ein 
sehr zügiges Arbeiten (vergleichbar dem Arbeiten am WFM), was besonders für die 
durchgeführten Inhibitionsexperimente große Vorteile bot. 
Für die folgende Darstellung der Ergebnisse werden mit allen drei Mikroskopietechniken 
angefertigte Aufnahmen verwendet. Es ist zu beachten, dass für jede Aufnahme die jeweils 
optimalen Mikroskop- und Kameraeinstellungen gewählt wurden, um die stadienspezifischen 
Fluoreszenzeigenschaften deutlich hervorzuheben, so dass ausschließlich ein qualitativer 
Vergleich zwischen verschiedenen Aufnahmen möglich ist.  
 
3.1.3 DiBAC4-Fluoreszenzverteilung im Verlauf der Oogenese 
Allgemein lässt sich sagen, dass die verschiedenen Entwicklungsstadien durch sehr 
spezifische DiBAC4-Fluoreszenzmuster in Nährzellen, Oozyte und besonders innerhalb des 
Follikelzellepithels gekennzeichnet sind. Besonders deutliche Veränderungen lassen sich 
beim  Übergang von prävitellogenen zu vitellogenen Stadien beobachten. Während der 
Vitellogenese zeigen sich besonders in den Stadien S9 bis S11 eindrucksvolle 
Veränderungsprozesse.  
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3.1.3.1 DiBAC4-Fluoreszenzverteilung in prävitellogenen Stadien 
Bei der Untersuchung prävitellogener Follikelstadien mit DiBAC4 zeigten sich 
charakteristische Fluoreszenzmuster, die vom Stadium S2 bis zum Stadium S7 in allen 
Follikeln auftraten (Abb. 9). Aus dieser typischen Fluoreszenzverteilung lassen sich im 
Wesentlichen drei Hauptmerkmale der prävitellogenen Potentialverteilung ableiten: 
1. Innerhalb des Follikelzellepithels besteht ein apikobasaler Gradient, wobei die apikale 
Seite der Zellen relativ zur basalen Seite deutlich stärkere Fluoreszenz aufweist, was 
hier als Depolarisation interpretiert wird. 
2. Beim Vergleich der Keimbahnzellen (Nährzellen und Oozyte) zeigt sich in der Oozyte 
eine gleichmäßige und starke DiBAC4-Fluoreszenz, wohingegen die Fluoreszenz in 
den Nährzellen deutlich schwächer und ungleichmäßig verteilt ist.  
3. Die einzelnen Nährzellen weisen keine gleichmäßige DiBAC4-Fluoreszenz auf. Die 
Bereiche starker Fluoreszenz befinden sich meist in der Umgebung der Nährzellkerne 
und an den Grenzen benachbarter Nährzellen, sie erstrecken sich teilweise über beide 
Zellen hinweg.  
 
Die in Abb. 9 gezeigten Follikel weisen die typischen Merkmale prävitellogener Follikel auf. 
Die Fluoreszenz in den apikalen Bereichen der Follikelzellen ist deutlich stärker als in den 
basalen. Die Intensitätsunterschiede betragen je nach betrachteter Region zwischen 25 und   
50 %, was einer Potentialdifferenz von ca. 25 - 50 mV innerhalb der Follikelzellen entspricht. 
Besonders starke Fluoreszenz weisen jeweils die posterioren Polarzellen auf. Vergleicht man 
die Follikelstadien untereinander, so fällt auf, dass der intrazelluläre elektrische 
Potentialgradient in den Follikelzellen mit fortschreitender Entwicklung von S3 bis S7 
verschwindet. 
Die Oozyte zeigt in allen prävitellogenen Stadien eine gleichmäßig starke DiBAC4-
Fluoreszenz, sie erscheint relativ zu den Nährzellen als depolarisiert. Im Gegensatz dazu 
finden sich in den Nährzellen Bereiche stärkerer und schwächerer Fluoreszenz, wobei die 
stärker depolarisierten Bereiche hauptsächlich um die Zellkerne und an den Grenzen 
benachbarter Nährzellen lokalisiert sind.  
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Abbildung 9: Intrazelluläre Potentiale in prävitellogenen Follikelstadien.  
DiBAC4-Fluoreszenz, ApoTome-Originalaufnahmen (links), ImageJ-Falschfarbendarstellung (rechts). 
Dargestellt ist die charakteristische DiBAC4-Fluoreszenz prävitellogener Follikel (S3 (A, A´), S4 (B, B´) 
und S5 (C, C´)). In der Falschfarbendarstellung erscheinen die am stärksten fluoreszierenden Bereiche 
violett (siehe Falschfarbenskala oben rechts). Bereiche stärkster Fluoreszenz finden sich in den apikalen 
Follikelzellbereichen, in der gesamten Oozyte und in Teilen der Nährzellen. NC: Nährzellen, Oo: Oozyte, 
PC: Polarzellen am posterioren Pol. 
 
 
3.1.3.2 DiBAC4-Fluoreszenzverteilung in vitellogenen Stadien 
Mit dem Einsetzen der Dotteraufnahme im Stadium 8 lassen sich wesentliche Veränderungen 
der elektrischen Potentialverhältnisse im Follikel feststellen. In den folgenden vitellogenen 
Stadien S9, S10A, S10B und S11 können jeweils sehr charakteristische DiBAC4-
Fluoreszenzmuster beobachtet werden. Abb. 10 liefert zunächst einen Gesamtüberblick über 
die Entwicklung der intrazellulären Potentiale von S8 bis S11. Um die wesentlichen 
Unterschiede deutlich hervorzuheben, sind die Follikel der entsprechenden Stadien in der 
ImageJ-Falschfarbendarstellung gezeigt. 
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Abbildung 10: Übersicht über die Entwicklung der intrazellulären Potentiale in den vitellogenen Stadien 
S8 bis S11.  
DiBAC4-Fluoreszenz (ImageJ-Falschfarbendarstellung) charakteristischer Follikel (von oben links nach 
unten rechts). Zwischen S8 und S11 finden zahlreiche Veränderungen der Potentialverhältnisse in 
Follikelzellen, Nährzellen und Oozyte statt. In der Falschfarbendarstellung erscheinen die am stärksten 
fluoreszierenden Bereiche violett (siehe Falschfarbenskala unten rechts), starke Fluoreszenz deutet auf 
Depolarisation hin. NC: Nährzellen, Oo: Oozyte, FC: Follikelzellen 
 
Von den Veränderungen der intrazellulären Potentiale vitellogener Follikel sind alle Zelltypen 
betroffen. Zwischen S8 und S11 bilden sich Potentialgradienten entlang der longitudinalen 
und entlang der transversalen Follikelachse aus und dann auch wieder zurück (Abb. 10). 
Intrazelluläre Potentialgradienten sind innerhalb der Oozyte von S8 bis S10A zu finden, was 
sich in einer deutlich stärkeren DiBAC4-Fluoreszenz im posterioren Bereich der Oozyte zeigt. 
Im Follikelzellepithel zeigen sich besonders auffällige Entwicklungen der elektrischen 
Potentiale zwischen S9 und S10B. Hier kommt es zur Ausbildung von sehr spezifischen 
Mustern, bei denen sich Gruppen von Follikelzellen durch sehr ähnliche Potentiale 
auszeichnen und sich deutlich von benachbarten Follikelzellpopulationen abgrenzen.   
Im Folgenden sollen die Follikelstadien S8 bis S11 einzeln besprochen werden, um die 
zahlreichen Veränderungen der Membranpotentialverhältnisse darzustellen. Die Abbildungen 
11, 14 und 15 zeigen jeweils die Originalaufnahmen (ApoTome), die Falschfarbendarstellung 
(ImageJ) und die 3D-Oberflächendarstellung (ImageJ) der Überlagerung von Original und 
Falschfarben. 
Stadium 8 
Abb. 11 zeigt einen charakteristischen S8-Follikel. Besonders auffällig an diesem ersten 
vitellogenen Follikelstadium ist der intrazelluläre Potentialgradient innerhalb der Oozyte. Der 
Gradient verläuft von anterior (hyperpolarisiert) nach posterior (depolarisiert). Im Gegensatz 
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zu den prävitellogenen Follikelstadien (Abb. 9) ist in S8 kein intrazellulärer apikobasaler 
Potentialgradient in den Follikelzellen sichtbar. Die einzelnen Follikelzellen zeigen eine 
gleichmäßige Fluoreszenzintensität, mit Ausnahme des kaum gefärbten Zellkerns. Innerhalb 
der Gruppe der Nährzellen kommt es beim Übergang zu den vitellogenen Stadien zu keinen 
wesentlichen Veränderungen. 
 
 
Abbildung 11: Intrazelluläre Potentiale in S8.  
DiBAC4-Fluoreszenz, A: ApoTome-Originalaufnahmen, B: ImageJ-Falschfarbendarstellung, C: 
Überlagerung von Original und Falschfarbendarstellung in der ImageJ 3D-Oberflächendarstellung (leicht 
gekippt). Innerhalb der Oozyte liegt ein Potentialgradient von anterior (hyperpolarisiert) nach posterior 
(Pfeil, depolarisiert) vor. Die Follikelzellen zeigen relativ gleichmäßig verteilte intrazelluläre Potentiale. In 
den Nährzellen finden sich Bereiche stärkere Depolarisation um die Zellkerne und an den Grenzen 
benachbarter Nährzellen. Starke Fluoreszenz deutet auf Depolarisation hin, schwache Fluoreszenz auf 
Hyperpolarisation (Falschfarbenskala rechts), NC: Nährzellen, Oo: Oozyte, FC: Follikelzellen. 
 
Für die Beschreibung der folgenden Entwicklungsstadien, in denen besonders das 
Follikelzellepithel  auffällige DiBAC4-Fluoreszenzmuster aufweist, wird eine einheitliche 
Nomenklatur für die verschiedenen Follikelzellregionen verwendet. Abb. 12 zeigt die 
verschiedenen Follikelzellpopulationen anhand eines schematischen S10B-Follikels. Es 
werden 6 Bereiche unterschieden, die man in drei anteriore und drei posteriore 
Follikelzelltypen unterteilt [González-Reyes und St Johnston, 1998; Grammont und Irvine, 
2002; Cavaliere et al., 2008].  
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1. Die terminalen Follikelzellen (terminal follicle cells) bestehen aus einer Population 
von etwa 200 Follikelzellen, die über 10-11 Follikelzelldurchmesser, ausgehend vom 
posterioren Pol, um den Follikel herum angeordnet sind [González-Reyes und St 
Johnston, 1998].  
2. Die Hauptkörperfollikelzellen (main-body follicle cells) schließen sich in anteriorer 
Richtung an die terminalen Follikelzellen an. 
3. Die zentripetalen Follikelzellen (centripetal follicle cells) befinden sich über dem 
anterioren Bereich der Oozyte und wandern ab S10B zwischen Oozyte und Nährzellen 
ein, bis sie die Oozyte anterior umschlossen haben. 
4. Die gestreckten Follikelzellen (stretched follicle cells) umschließen die Nährzellen. 
5. Die posterioren Polarzellen (posterior polar cells). 
6. Die Grenzzellen (border cells) bestehen aus einer Gruppe von 6-10 anterioren 
Follikelzellen, welche in S9 zwischen den Nährzellen hindurch wandern, bis sie 
schließlich in S10A das anteriore Ende der Oozyte erreichen. 
 
 
Abbildung 12: Schematische Darstellungder sechs Follikelzelltypen.  
Die sechs Follikelzelltypen sind in unterschiedlichen Farben dargestellt. Jede Population besteht aus 
mehreren Zellen, die im Schema nicht im Detail gezeigt sind. Der Oozytenkern (OoN) markiert die 
Dorsalseite des Follikels. PC: Polarzellen, tFC: terminale Follikelzellen (terminal follicle cells), mFC: 
Hauptkörperfollikelzellen (main-body follicle cells), zFC: zentripetale Follikelzellen (centripetal follicle 
cells), BC: Grenzzellen (border cells), Ooc: Oozyte, sFC: gestreckte Follikelzellen (stretched follicle cells) 
 
Stadium 9 
Mit Beginn der Grenzzellenmigration in S9 bildet sich im Follikelzellepithel ein relativ 
komplexes DiBAC4-Fluoreszenzmuster aus, wobei sich die einzelnen 
Follikelzellpopulationen deutlich in ihren Fluoreszenzeigenschaften unterscheiden lassen 
(Abb. 14). Dieses Muster bleibt bis S10A bestehen. Abb. 14 zeigt einen frühen S9-Follikel im 
optischen Medianschnitt (A) und einen späteren S9-Follikel sowohl im optischen 
Medianschnitt (B) als auch in der Aufsicht auf das Follikelzellepithel (C). In beiden Follikeln 
46 
 
erkennt man die Region der Hauptkörperfollikelzellen an der schwächeren 
Fluoreszenzintensität. In S9 bilden die Hauptkörperfollikelzellen einen dunkleren 
(hyperpolarisierten) Ring um den gesamten Follikel, der in anteriorer Richtung von den 
helleren (depolarisierten) zentripetalen Follikelzellen und in posteriorer Richtung von den 
helleren (depolarisierten) terminalen Follikelzellen begrenzt wird. Dies wird besonders in der 
Aufsicht auf das Follikelzellepithel deutlich (Abb. 14 C). Während die Follikelzellen in S8 
eine weitestgehend gleichmäßige intrazelluläre DiBAC4-Fluoreszenz zeigen, bildet sich in S9 
in der Gruppe der Hauptkörperfollikelzellen ein apikobasaler Potentialgradient aus, wobei die 
basale Seite depolarisiert ist und die apikale Seite hyperpolarisiert. Auffällig starke 
Depolarisation zeigen auch die posterioren Polarzellen und die migrierenden Grenzzellen 
(Abb. 13). Die meisten gestreckten Follikelzellen weisen ebenfalls ein depolarisiertes 
Membranpotential auf. Innerhalb der Gruppe der Nährzellen liegt ein anteroposteriorer 
Potentialgradient vor, wobei die an die Oozyte angrenzenden posterioren Nährzellen relativ 
zu den anterioren Nährzellen hyperpolarisiert (dunkler) sind. Frühe S9-Follikel weisen 
innerhalb der Oozyte noch den anteroposterioren intrazellulären Potentialgradienten auf, wie 
er schon für S8 beschrieben wurde, mit fortschreitender Entwicklung kann dieser nicht mehr 
nachgewiesen werden. 
Abb. 13 fasst  Potentialeigenschaften der migrierenden Grenzzellen von S8 bis S10B 
zumammen. Während ihrer gesamten Wanderung vom anterioren Ende des Follikels bis zum 
anterioren Ende der Oocyte, wo sie in S10B dem Oocytennukleus gegenüberliegen, sind die 
depolarisierten Grenzzellen an ihrer deutlich helleren Fluoreszenz zwischen den Nährzellen 
zu erkennen. 
 
Abbildung 13: Intrazelluläre Potentiale der Grenzzellen von S8 bis S10B. 
DiBAC4-Fluoreszenz, A-D: LSM-Originalaufnahmen und Wasabi Falschfarbendarstellung jeweils in der 
rechten unteren Ecke. A: S8, die depolarisierten Grenzzellen haben sich noch nicht aus dem 
Follikelzellepithel gelöst, B, C: frühes (B) und späteres (C) S9, die migrierenden Grenzzellen sind an Hand 
der hellen Fluoreszenz (Depolarisation) zwischen den Nährzellen deutlich zu erkennen, D: S10B, die 
Grenzzellen haben ihre Endposition am anterioren Bereich der Oozyte erreicht. Sie zeigen weiterhin ein 
depolarisiertes Membranpotential. Starke Fluoreszenz deutet auf Depolarisation hin, schwache 
Fluoreszenz auf Hyperpolarisation (Falschfarbenskala rechts). 
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Abbildung 14: Intrazelluläre Potentiale in S9. 
DiBAC4-Fluoreszenz, A: früher S9-Follikel im optischen Medianschnitt (A: ApoTome-Originalaufnahme, 
A´: ImageJ-Falschfarbendarstellung, A´´: ImageJ 3D-Oberflächendarstellung), B: später S9-Follikel im 
optischen Medianschnitt (B: ApoTome-Originalaufnahme, B´: ImageJ-Falschfarbendarstellung, B´´: 
ImageJ 3D-Oberflächendarstellung), C: derselbe späte S9-Follikel in der Aufsicht (C: ApoTome-
Originalaufnahme, C´: ImageJ-Falschfarbendarstellung, C´´: ImageJ 3D-Oberflächendarstellung). Die 
Grenzzellen (BC) zeigen intensive DiBAC4-Fluoreszenz (Depolarisation) (A, B). Die 
Hauptkörperfollikelzellen (mFC) sind  relativ zu den terminalen Follikelzellen (tFC) und den 
zentripetalen Follikelzellen (zFC) dunkler (hyperpolarisiert). Der apikobasale Potentialgradient in den 
Hauptkörperfollikelzellen ist in B’’ durch einen Blockpfeil gekennzeichnet (apikal dunkler). In B erkennt 
man deutlich einen anteroposterioren Potentialgradienten in der Nährzellpopulation. Anteriore 
Nährzellen (aNC) sind in Relation zu posterioren Nährzellen (pNC) depolarisiert (heller). Im frühen S9 
(A) ist die Oozyte (Oo) im posterioren Bereich in Relation zum anterioren Bereich depolarisiert (Pfeil, 
heller).  
 
S10A und S10B 
Beim Übergang von S10A zu S10B kommt es zu deutlichen Veränderungen der DiBAC4-
Fluoreszenz im Follikelzellepithel. Während in frühen S10A-Follikeln das zuvor beschriebene 
Muster entlang der anteroposterioren Follikelachse weiterhin dominiert, zeigen sich bis zum 
Stadium 10B immer deutlichere Unterschiede in der Fluoreszenzintensität entlang der 
transversalen Follikelachse. Dieser Übergang ist in Abb. 15 dargestellt. 
 
Die Membranpotentiale der frühen S10A-Follikel (Abb. 15 A) unterscheiden sich kaum von 
den Potentialen der beschriebenen S9-Follikel. Die hyperpolarisierten 
Hauptkörperfollikelzellen sind anterior und posterior von depolarisierten Follikelzellen 
umgeben, die Grenzzellen, die ihre Wanderung abgeschlossen haben, erscheinen weiterhin 
deutlich depolarisiert und zwischen posterioren und anterioren Nährzellen besteht weiterhin 
ein Potentialgradient. Bis zum Stadium 10B verschwindet das anteroposteriore 
Potentialmuster, stattdessen tritt nun eine dorsoventrale Polarität im Follikelzellepithel in 
Erscheinung. In der DiBAC4-Färbung zeigt eine Seite des Follikels immer deutlich stärkere 
Fluoreszenz, als die gegenüberliegende Seite (Abb. 15B und C), wobei die dorsoventrale 
Lokalisation dieses Musters nicht in jedem Fall eindeutig geklärt werden kann. Bei der 
Mehrzahl der untersuchten Follikel (25 vs. 3 Follikel), bei denen die Dorsalseite eindeutig an 
Hand der dorsalen Lokalisation des Oozytenkerns zu bestimmen war, zeigten die dorsalen 
zentripetalen Follikelzellen und Hauptkörperfollikelzellen schwächere Fluoreszenz 
(Hyperpolarisation), während das übrige Follikelzellepithel (terminale Follikelzellen, ventrale 
Hauptkörper-, zentripetale und gestreckte Follikelzellen) stärker fluoreszierte 
(Depolarisation). Der dorsoventrale Potentialgradient ist besonders deutlich in der Aufsicht 
auf das Follikelzellepithel zu erkennen (Abb. 15C). 
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Abbildung 15: Intrazelluläre PotentialeinS10.  
DiBAC4-Fluoreszenz, A: S10A-Follikel im optischen Medianschnitt, B: S10B-Follikel im optischen 
Medianschnitt, C: derselbe S10B-Follikel in der Aufsicht; A, B, C: ApoTome-Originalaufnahmen, A´, B´, 
C´: ImageJ-Falschfarbendarstellung, A´´, B´´, C´´: Überlagerung von Originalaufnahme und 
Falschfarbendarstellung in der ImageJ 3D-Oberflächendarstellung; A: Die Grenzzellen (BC) des S10A-
Follikels zeigen intensive DiBAC4-Fluoreszenz (Depolarisation). Die Hauptkörperfollikelzellen (mFC) sind  
relativ zu den terminalen Follikelzellen (tFC) und den zentripetalen Follikelzellen (zFC) hyperpolarisiert 
(dunkler). Der intrazelluläre Potentialgradient in den Hauptkörperfollikelzellen ist in A´´ durch einen 
Blockpfeil gekennzeichnet (apikal dunkler). Der S10B-Follikel zeigt im optischen Medianschnitt (B) und 
in der Aufsicht auf das Follikelzellepithel (C) einen dorsoventralen Potentialgradienten im 
Follikelzellepithel, der Gradient ist in B´´ und C´´ durch einen Blockpfeil angedeutet (dorsal dunkler). 
Depolariserte (hellere) Bereiche umfassen die zentripetalen Follikelzellen, die gestreckten Follikelzellen 
(sFC) und die Hauptkörperfollikelzellen in der ventralen Follikelhälfte, sowie die Kappe der terminalen 
Follikelzellen. Die Hauptkörperfollikelzellen und die zentripetalen Follikelzellen der dorsalen Hälfte 
erscheinen hyperpolarisiert (dunkler). OoN: Oozytenkern (markiert die Dorsalseite). 
 
Quantitative Bestimmung des dorsoventralen Potentialgradienten in S10B 
Um den dorsoventralen Potentialunterschied in den Follikelzellen auch quantitativ zu 
erfassen, wurden mit Hilfe des Programms OriginPro8G Intensitätsplots von DiBAC4-
Fluoreszenzaufnahmen (WFM) von S10B-Follikeln erstellt. Für die Intensitätsplots wurden 
Schnittebenen entlang der dorsoventralen Follikelachse im anterioren Bereich der Oozyte 
gewählt, so dass der Intensitätsplot jeweils einen Schnitt durch die dorsalen und ventralen 
zentripetalen Follikelzellen und durch die Oozyte repräsentiert. Aus den lokalen Maxima im 
apikalen Bereich der Follikelzellen wurde die Differenz der Fluoreszenzintensität ermittelt. 
Abb. 16 verdeutlicht das Vorgehen an einem Beispiel. Für den gezeigten Follikel 
unterscheidet sich die Fluoreszenzintensität zwischen beiden Seiten im apikalen Bereich der 
zentripetalen Follikelzellen um 26 %. Insgesamt wurde für S10B-Follikel (n = 10) eine 
mittlere Intensitätsdifferenz von 23 % errechnet, was einer Potentialdifferenz von ca. 23 mV 
zwischen der depolarisierten und der hyperpolarisierten Follikelseite entspricht.  
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Abbildung 16: Bestimmung der dorsoventralen Potentialdifferenz im Follikelzellepithel von S10B-
Follikeln.  
Alle Abbildungen zeigen den gleichen Follikel in verschiedenen Darstellungen. A: DiBAC4-
Fluoreszenzaufnahme (WFM), B: ImageJ 3D-Oberflächendarstellung (leicht gekippt) in Falschfarben. In 
A und B ist jeweils deutlich der dorsoventrale Unterschied in der Fluoreszenzintensität im 
Follikelzellepithel zu erkennen. Die depolarisierte (hellere) Seite ist durch Pfeile gekennzeichnet. C: 
OriginPro8G-Graustufenmatrix (links) und Intensitätsplot (rechts), die gelbe Linie zeigt die zugehörige 
Schnittebene an. D: Überlagerung des normalisierten Intensitätsprofils mit dem entsprechenden 
Bildausschnitt aus C. Die lokalen Maxima an der Apikalseite der zentripetalen Follikelzellen sind 
markiert. Es ergibt sich eine Intensitätsdifferenz von etwa 26 %, was einer Potentialdifferenz von ca. 26 
mV entspricht. NC: Nährzellen, FC: Follikelzellen, Oo: Oozyte. 
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Stadium 11 und 12 
Mit dem Einsetzen der Nährzellregression in S11 ist eine zunehmende Depolarisation der 
Nährzellen zu beobachten. Frühe S11-Follikel zeigen noch deutlich den dorsoventralen 
Potentialgradienten (Abb. 17), wie er für S10B-Follikel beschrieben wurde (Abb. 16). 
 
 
Abbildung 17: Intrazelluläre Potentiale im frühen S11.  
DiBAC4-Fluoreszenz, A: WFM-Aufnahme, B: ImageJ 3D-Oberflächendarstellung in Falschfarben (leicht 
gekippt). Im Follikelzellepithel zeigt sich ein deutlicher dorsoventraler Intensitätsunterschied, die 
depolarisierte Seite (hier dorsal) ist in B durch einen Pfeil gekennzeichnet. NC: Nährzellen, FC: 
Follikelzellen, Oo: Oozyte. 
 
 
Im späten S11 und S12 zeigen ausschließlich die terminalen Follikelzellen starke DiBAC4-
Fluoreszenz und grenzen sich deutlich von den übrigen Follikelzellen ab. Die depolarisierte 
Kappe aus terminalen Follikelzellen ist besonders deutlich in der Aufsicht auf das 
Follikelzellepithel zu erkennen (Abb. 18B). Des Weiteren zeigen S11- und S12-Follikel im 
Bereich der entstehenden respiratorischen Filamente (Dorsalfilamente) sehr intensive 
DiBAC4-Fluoreszenz. Diese Depolarisation im Bereich der Dorsalfilamente lässt sich im 
optischen Medianschnitt besonders deutlich erkennen (Abb. 18C, Abb. 17), ab S12 zeigt sie 
sich zusätzlich in der Aufsicht (Abb. 18D). 
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Abbildung 18: Intrazelluläre Potentiale in  S11 und S12.  
DiBAC4-Fluoreszenz, A, B: S11-Follikel (A, optischer Medianschnitt und B, Aufsicht), C, D: S12-Follikel 
(C, optischer Medianschnitt und D, Aufsicht); ApoTome-Originalaufnahmen (jeweils oben links), ImageJ- 
Falschfarbendarstellung (jeweils oben rechts), Überlagerung von Originalaufnahme und 
Falschfarbendarstellung in der ImageJ3D-Oberflächendarstellung (jeweils unten). Die hellen, stark 
depolarisierten terminalen Follikelzellen sind in B durch einen Pfeil gekennzeichnet. In S12 (C, D) sind die 
Bereiche der entstehenden Dorsalfilamente sowohl in der Aufsicht als auch im otischen Medianschnitt 
deutlich als depolarisiert (heller) zu erkennen (Pfeil). NC: Nährzellen, FC: Follikelzellen, Oo: Oozyte. 
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Zusammenfassung der Potentialverhältnisse in den Stadien 9 bis 10B 
Zwischen S9 und S10B zeigen sich im Follikelzellepithel sehr charakteristische und 
stadienspezifische intrazelluläre Potentialmuster. Zur Verdeutlichung werden die 
wesentlichen Potentialmerkmale in Abb. 19 vereinfacht und schematisiert noch einmal 
zusammengefasst. Den Zeichnungen ist jeweils die ImageJ-Falschfarbendarstellung eines 
charakteristischen Follikels gegenübergestellt. 
 
Abbildung 19: DiBAC4-Fluoreszenzmuster im Follikelzellepithel in S9-S10B mit vereinfachtem Modell 
der intrazellulären Potentiale. 
DiBAC4-Fluoreszenz, A: ImageJ-Falschfarbendarstellung von ApoTome-Aufnahmen, S9-Follikel (oben), 
S10A-Follikel (Mitte), S10B-Follikel (unten). Starke Fluoreszenz deutet auf Depolarisation hin, schwache 
Fluoreszenz auf Hyperpolarisation (s. Farbskala links). B: Aus den Fluoreszenzfärbungen abgeleitetes, 
vereinfachtes Modell der DiBAC4-Fluoreszenzmuster im Follikelzellepithel in S9-S10B. Bereiche 
intensiver DiBAC4-Fluoreszenz (Depolarisation) sind in Violett hervorgehoben. Die Follikelzellen sind in 
sechs Typen unterteilt: cFC: zentripetale Follikelzellen; mFC: Hauptkörperfollikelzellen; tFC: terminale 
Follikelzellen; BC: Grenzzellen; PC: Polarzellen; sFC: gestreckte FC. Die Potentialmuster in S9 (oben) 
und S10A (Mitte) unterscheiden sich kaum. In beiden Stadien sind die zentripetalen, terminalen und 
gestreckten Follikelzellen in Relation zu den Hauptkörperfollikelzellen depolarisiert. Innerhalb der 
einzelnen Hauptkörperfollikelzellen besteht ein Potentialgradient, bei dem die basale Seite 
hyperpolarisiert ist. Polarzellen und Grenzzellen sind stark depolarisiert. Als wesentlichen Unterschied 
weist nur die Oozyte (Ooc) in S9 einen intrazellulären Potentialgradienten auf (posterior depolarisiert). 
S10B zeichnet sich durch einen dorsoventralen Potentialgradienten aus, bei dem die terminalen, 
zentripetalen und gestreckten Follikelzellen sowie die Hauptkörperfollikelzellen auf einer Seite (meist 
ventral) depolarisiert sind. Die Hauptkörperfollikelzellen sowie die zentripetalen und gestreckten 
Follikelzellen auf der anderen Follikelseite (meist dorsal) sind hyperpolarisiert. 
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3.2 Intrazelluläre pH-Wert-Messungen mit 5-CFDA,AM 
Neben Untersuchungen der intrazellulären Potentiale wurden auch Untersuchungen der 
intrazellulären pH-Werte in sich entwickelnden Follikeln durchgeführt. Der verwendete 
fluoreszierende pH-Indikator 5-CFDA,AM diskriminiert pH-Werte um den Neutralbereich. Er 
dringt über die Zellmembranen in die Zellen ein, wo er durch intrazelluläre Esterasen 
hydrolysiert wird und dann fluoresziert. Durch Protonierung wird die Fluoreszenzintensität 
reduziert, so dass bei sauren pH-Werten (hohe Protonenkonzentration) die Fluoreszenz gering 
ist, bei alkalischen pH-Werten (niedrige Protonenkonzentration) entsprechend stärker. Für die 
prävitellogenen Stadien sowie für die vitellogenen Stadien 9 bis 10B konnten sehr spezifische 
und gut reproduzierbare Ergebnisse erzielt werden, die im Folgenden dargestellt sind.  
 
3.2.1 Stadienspezifische pH-Wert-Muster verschiedener Zelltypen 
 
3.2.1.1 pH-Wert-Muster in prävitellogenen Stadien 
Prävitellogene Follikel S2 bis S7 zeigen innerhalb der Nährzellen und der Oozyte eine 
weitgehend gleich starke 5-CFDA,AM-Fluoreszenz, wobei die Zellkerne deutlich stärker 
fluoreszieren als das Cytoplasma. Dies bedeutet, dass sich die Keimbahnzellen in 
prävitellogenen Stadien nicht oder nur sehr gering im intrazellulären pH-Wert unterscheiden. 
Innerhalb des Follikelzellepithels, das eine deutlich schwächere Fluoreszenz aufweist (stärker 
saurer pH-Wert) als die Nährzellen, finden sich häufig Bereiche unterschiedlicher 
Fluoreszenzintensität. Deren Lokalisation variiert allerdings zwischen den untersuchten 
Follikeln stark, so dass kein reproduzierbares Muster alkalischer und saurer Bereiche im 
Follikelzellepithel gefunden werden konnte. In allen prävitellogenen Stadien zeigen die 
anterioren und posterioren Polarzellen die schwächste 5-CFDA,AM-Fluoreszenz und damit 
den sauersten pH-Wert. Abb. 20 verdeutlicht die wesentlichen pH-Wert-Charakteristika 
prävitellogener Follikel. 
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Abbildung 20: Intrazelluläre pH-Werte in prävitellogenen Follikelstadien.  
5-CFDA,AM-Fluoreszenz, A: ApoTome-Originalaufnahme, B: ImageJ-Falschfarbendarstellung. In 
prävitellogenen Follikel (hier S4 und S7 als Beispiel) weisen die Keimbahnzellen (NC, Nährzellen und Oo, 
Oozyte) einen stärker alkalischen pH-Wert als die Follikelzellen (FC) auf (zu erkennen an der stärkeren 
Fluoreszenzintensität). Die Nährzellkerne (NCn) sind am stärksten alkalisch.  Innerhalb des 
Follikelzellepithels (FC) sind Bereiche mit unterschiedlichen pH-Werten zu erkennen, die schwächste 
Fluoreszenz (sauer) zeigen jeweils die Polarzellen (PC, Pfeile). Schwache Fluoreszenz deutet auf einen 
eher sauren intrazellulären pH-Wert hin, starke Fluoreszenz auf einen eher alkalischen (siehe 
Falschfarbenskala rechts). 
 
 
3.2.1.2 pH-Wert-Muster in den vitellogenen Stadien 9 bis 10B 
In den vitellogenen Stadien kommt es zu deutlichen Veränderungen des 5CFDA,AM-
Fluoreszenzmusters. Der zentrale Bereich der Oozyte weist kaum noch Fluoreszenz auf 
(saurer pH-Wert), und im Oozytencortex kommen zahlreiche stark fluoreszierende Vesikel 
vor. Hier wurde der Farbstoff möglicherweise durch Endocytose aufgenommen, vergleichbar 
den Dotterproteinen. Innerhalb der Nährzellpopulation zeigt sich ein besonders auffälliges 
Fluoreszenzmuster. Jede Nährzelle scheint unabhängig von ihren Nachbarn eine bestimmte 
Protonenkonzentration aufrechtzuerhalten, wobei anteriore Nährzellen eine deutlich höherere 
Fluoreszenzintensität aufweisen (basisch) als posteriore Nährzellen (sauer). Die Nährzelle mit 
der geringsten Fluoreszenzintensität und damit dem sauersten pH-Wert ist immer die am 
weitesten posterior und dorsal gelegene Nährzelle. Im Follikelzellepithel finden während der 
vitellogenen Stadien ebenfalls spezifische pH-Wert-Veränderungen statt.  
 
Die intrazellulären pH-Werte in den ersten vitellogenen Stadien (S8, S9) sind in Abb. 21 
zusammengefasst. Gezeigt sind ein später S8-Follikel (die Grenzzellmigration hat noch nicht 
eingesetzt) und ein früher S9-Follikel (beginnende Grenzzellmigration). Charakteristisch für 
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diese Stadien ist die sehr schwache 5-CFDA,AM-Fluoreszenz in den posterioren 
Follikelzellen (terminale Follikelzellen und Hauptkörperfollikelzellen). Des Weiteren beginnt 
sich der zuvor beschriebene anteroposteriore pH-Wert-Gradient innerhalb der Nährzellen 
bereits auszuprägen. Besonders auffällig sind die Grenzzellen, die keine Fluoreszenz 
aufweisen. Während der gesamten Migration und späteren Lokalisation am anterioren Ende 
der Oozyte zeichnen sie sich durch einen sauren pH-Wert aus. 
 
 
Abbildung 21: Intrazelluläre pH-Werte in S8 und S9.  
5-CFDA,AM-Fluoreszenz, A, B: ApoTome-Originalaufnahme, A´, B´: ImageJ-Falschfarbendarstellung. 
A, A´: Im S8-Follikel stehen die Grenzzellen (BC) kurz vor dem Beginn der Migration; B, B´: Im frühen 
S9-Follikel haben die Grenzzellen die Migration durch die Nährzellen begonnen. Die Grenzzellen sind 
zwischen den Nährzellen deutlich an der schwachen Fluoreszenz zu erkennen, sie weisen einen sauren pH-
Wert auf. Ähnlich wie die Grenzzellen weist auch das übrige Follikelzellepithel eine schwache Fluoreszenz 
auf (saurer pH-Wert); dies gilt insbesondere für die posterioren terminalen Follikelzellen und für die 
Hauptkörperfollikelzellen in S8. Innerhalb der Nährzellen bildet sich ein anteroposteriorer pH-Wert-
Gradient aus, mit eher basischen anterioren Nährzellen (aNC) und eher sauren posterioren Nährzellen 
(pNC). In der Oozyte (Oo) sind zahlreiche fluoreszierende Vesikel zu erkennen, das Ooplasma zeigt kaum 
Fluoreszenz. Starke Fluoreszenz deutet auf eher basische pH-Werte hin, schwache Fluoreszenz auf eher 
saure (s. Farbskala rechts unten).  
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In späteren S9-Follikeln (Abb. 22) bildet sich innerhalb des Follikelzellepithels häufig ein 
auffälliges pH-Wert-Muster aus, bei dem entlang der dorsoventralen Follikelachse ein pH-
Wert-Gradient sichtbar wird. Dieser ähnelt dem in Abschnitt 3.1 beschriebenen 
dorsoventralen Membranpotentialgradienten. Abb. 22 zeigt dieses Muster, bei dem eine Seite 
des Follikelzellepithels deutlich höhere Fluoreszenzintensität aufweist als die andere, anhand 
eines S9-Follikels. Im z-Stapel wird deutlich, dass der Fluoreszenzunterschied zwischen 
beiden Seiten über die gesamte Breite des Follikels besteht (gezeigt von der Aufsicht (distal) 
bis zum optischen Medianschnitt (proximal)). Die gezeigten Bilder des z-Stapels wurden 
jeweils mit einem Abstand von 6 µm aufgenommen. Des Weiteren erkennt man auch deutlich 
den anteroposterioren pH-Wert-Gradienten innerhalb der Nährzellpopulation. 
 
Ab S10B (Abb. 23) erscheint meist nur noch die posteriore Kappe der Follikelzellen 
(terminale Follikelzellen) stark fluoreszierend (basisch). Sie bildet einen deutlichen Kontrast 
zu den übrigen schwach fluoreszierenden zentripetalen Follikelzellen und den 
Hauptkörperfollikelzellen (sauer). Innerhalb der Nährzellpopulation unterscheidet sich jede 
Nährzelle in ihrer Fluoreszenz von den anderen. Die höchste Fluoreszenzintensität findet sich 
in den anterioren Nährzellen, die schwächste in der am weitesten posterior und dorsal 
gelegenen Nährzelle. Dieses Fluoreszenzmuster wird hier als anteroposteriorer pH-Wert-
Gradient interpretiert, mit basischen pH-Werten anterior und sauren pH-Werten posterior. 
Dieser pH-Wert-Gradient zeigt sich in allen S10B-Follikeln in ähnlicher Weise. Abb. 23 
verdeutlicht die pH-Wert-Verhältnisse am Beispiel eines charakterischen S10B-Follikels. Aus 
dem z-Stapel (Abb. 23A) geht deutlich hervor, dass die beschriebenen pH-Werte in 
Nährzellen und Follikelzellen über die gesamte Breite des Follikels (gezeigt von der Aufsicht 
bis zum optischen Medianschnitt) bestehen. 
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Abbildung 22: Intrazelluläre pH-Werte in S9.  
5-CFDA,AM-Fluoreszenz, A: Ausschnitt eines z-Stapels mit insgesamt 30 Schnitten a`1 µm (ApoTome), 
Abstand der gezeigten Schnitte je 6 µm von distal (oben links) nach proximal (unten rechts). B: 
Vergrößerung des optischen Medianschnitts (proximal), B´: ImageJ-Falschfarbendarstellung desselben 
Follikels. Der Fluoreszenzunterschied zwischen beiden Seiten des Follikelzellepithels ist von der Aufsicht 
bis zum Medianschnitt deutlich zu erkennen (A). Die hellere Follikelseite mit dem basischeren pH-Wert 
ist jeweils durch einen Pfeil gekennzeichnet. Auffällig ist die schwache Fluoreszenz (sauer) innerhalb der 
Polarzellen (PC), sie weisen eine punktuelle Fluoreszenzanhäufung auf (Pfeil). Innerhalb der 
Nährzellpopulation ist ein anteroposteriorer pH-Wert-Grandient zu erkennen mit hellen, eher basischen 
anterioren Nährzellen (aNC) und dunkleren sauren posterioren Nährzellen (pNC). In der Oozyte (Oo) 
sind zahlreiche fluoreszierende Vesikel zu erkennen, das Ooplasma zeigt kaum Fluoreszenz. Starke 
Fluoreszenz deutet auf eher basische pH-Werte hin, schwache Fluoreszenz auf eher saure (s. Farbskala 
rechts). 
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Abbildung 23: Intrazelluläre pH-Werte in S10B. 5-CFDA,AM-Fluoreszenz, A: Ausschnitt eines z-Stapels 
mit insgesamt 30 Schnitten a`1 µm (ApoTome), Abstand der gezeigten Schnitte je  6 µm von distal (oben 
links) nach proximal (unten rechts). B: Vergrößerung des optischen Medianschnitts (proximal) aus A, B´: 
ImageJ-Falschfarbendarstellung desselben Follikels. Der Unterschied zwischen den hellen terminalen 
Follikelzellen (tFC) und den dunklen zentripetalen Follikelzellen sowie den dunklen 
Hauptkörperfollikelzellen (mFC) ist deutlich zu erkennen. Innerhalb der Nährzellpopulation ist ein 
anteroposteriorer Fluoreszenz- bzw. pH-Wert-Grandient zu erkennen mit eher basischen anterioren 
Nährzellen (aNC) und sauren posterioren Nährzellen (pNC). Die am weitesten posterior und vermutlich 
dorsal gelegene Nährzelle (Pfeil) zeigt die schwächste Fluoreszenz (saurer pH-Wert).  In der Oozyte (Oo) 
sind zahlreiche fluoreszierende Vesikel zu erkennen, das Ooplasma zeigt kaum Fluoreszenz. Starke 
Fluoreszenz deutet auf eher basische pH-Werte hin, schwache Fluoreszenz auf eher saure (s. Farbskala 
rechts unten).  
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Zusammenfassung der pH-Verhältnisse in den Stadien 9 bis 10B 
Zwischen S9 und S10B zeigen sich im Follikelzellepithel und in den Nährzellen sehr 
charakteristische und stadienspezifische Muster des intrazellulären pH-Werts. Die wichtigsten 
Eigenschaften werden in Abb. 24 vereinfacht und schematisiert zusammengefasst.  
 
 
 
Abbildung 24: 5-CFDA,AM-Fluoreszenzmuster im Follikelzellepithel und Nährzellen in S9-S10B mit 
vereinfachtem Modell der intrazellulären pH-Werte. 
A: 5-CFDA,AM-Fluoreszenz, ImageJ-Falschfarbendarstellung von ApoTome-Aufnahmen, S9-Follikel 
(oben), S10A-Follikel (Mitte), S10B-Follikel (unten). Starke Fluoreszenz deutet auf eher basische pH-
Werte hin, schwache Fluoreszenz auf eher saure (s. Farbskala links). B: Aus den Fluoreszenzfärbungen 
abgeleitetes, vereinfachtes Modell der 5-CFDA,AM-Fluoreszenzmuster in S9-S10B. Bereiche intensiver 5-
CFDA,AM-Fluoreszenz (basischer pH-Wert) sind in Blau hervorgehoben, abnehmende 
Fluoreszenzintensität ist durch schwächere Blautöne repräsentiert. In S9-S10B besteht in der 
Nährzellpopulation ein anteroposteriorer pH-Wert-Gradient, wobei in S10A (Mitte) und S10B (unten) 
immer die am weitesten posterior und dorsal gelegene Nährzelle (pdNC) den sauersten pH-Wert aufweist. 
Von den verschiedenen Follikelzelltypen zeigen in allen drei Stadien die Grenzzellen (BC) und die 
Polarzellen (PC) die schwächste Fluoreszenz. In S10A und S10B zeigen die terminalen Follikelzellen (tFC) 
die stärkste Fluoreszenz (basisch), zentripetale Follikelzellen (zFC bzw. cFC) und 
Hauptkörperfollikelzellen (mFC) weisen kaum Fluoreszenz auf (sauer).  In S9 (oben) zeigen die 
Follikelzellen häufig einen dorsoventralen pH-Wert-Gradienten, bei dem die terminalen und zentripetalen 
Follikelzellen sowie die Hauptkörperfollikelzellen auf einer Seite des Follikels (meist ventral) einen 
deutlich basischeren pH-Wert aufweisen als die Follikelzellen der anderen Seite (meist dorsal).  
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3.3 Verteilungsmuster von V-ATPasen und Gap-Junctions 
Zum Nachweis und zur Lokalisation von V-ATPasen und Gap-Junctions wurde ein 
affinitätsgereinigtes, polyklonales Antiserum gegen das Protein Ductin verwendet. Da Ductin 
Bestandteil sowohl von V-ATPasen (Untereinheit c) als auch von Gap-Junctions ist, wurden 
zusätzliche Doppelfärbungen mit Antiseren gegen die Untereinheit a der V-ATPase und 
gegen die Gap-Junction-Proteine Innexin 2 und 3 durchgeführt, um zwischen V-ATPasen und 
Gap-Junctions unterscheiden zu können. 
3.3.2 Immunhistochemischer Nachweis von Ductin 
Mittels Immunblot konnte gezeigt werden, dass das verwendete Ductin-Antiserum Ductin-
Oligomere und Ductin im Komplex mit anderen Proteinen spezifisch bindet und sich zum 
Nachweis und zur Lokalisation von Ductin in den Ovarfollikeln von Drosophila melanogaster 
eignet [Krüger, 2007]. Eine Proteinbande bei 16 kDa (entsprechend dem Molekulargewicht 
von Ductin) konnte allerdings nicht sicher nachgewiesen werden. Stattdessen ließen sich mit 
dem Ductin-Antiserum in allen Experimenten Proteine mit einem Molekulargewicht von ca. 
46 kDa und ca. 33 kDa nachweisen. Bei diesen Proteinen könnte es sich um Trimere bzw. 
Dimere des gesuchten Ductins handeln, deren errechnete Molekulargewichte bei 48 kDa bzw. 
bei 32 kDa liegen [Krüger, 2007].  
In derselben Arbeit wurde eine detaillierte Beschreibung des Vorkommens von Ductin in den 
einzelnen Zelltypen des Ovarfollikels gegeben, wobei Ductin in allen Follikelstadien in den 
Membranen von Follikelzellen, Nährzellen und Oozyte nachgewiesen werden konnte. Auch 
bei früheren Untersuchungen der Ductinverteilung in Drosophila-Follikeln mit anderen 
Antiseren sind vergleichbare Ergebnissen erzielt worden [Bohrmann, 1993, Bohrmann und 
Braun, 1999]. Die Ergebnisse der Immunblots sowie die wichtigsten Ergebnisse der 
Immunfluoreszenzmikroskopie sind in Abb. 25 und 26 nochmals zusammenfassend 
dargestellt [Krüger, 2007]. 
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Abbildung 25: Western-Blots mit Anti-Ductin-Serum. 
Gezeigt sind Ausschnitte aus zwei exemplarischen Western-Blots. Wichtige Banden, die in allen Blots mit 
diesem Antiserum gefunden wurden, sind mit den jeweiligen Molekulargewichten gekennzeichnet: 
mögliche Trimerbanden bei 46 kDA, Dimerbanden bei 33 kDa und eine Bande bei 22 kDa. Bei 16 kDa ist 
eine Proteinbande nicht deutlich nachweisbar. S10-12: die Probe enthält die Follikelstadien 10-12; S1-9: 
die Probe enthält die Follikelstadien 1-9; Ovarien: alle Follikelstadien sind in der Probe enthalten [aus 
Krüger, 2007]. 
Abbildung 26: Verteilungsmuster von Ductin in den verschiedenen Zelltypen des Ovarfollikels.  
A-F: Immunhistochemischer Nachweis von Ductin in prävitellogenen und vitellogenen Follikelstadien 
(LSM). A, D: Optische Medianschnitte durch verschiedene S5-Follikel. Ductinnachweis in lateralen und 
apikalen Follikelzellmembranen (FC), in Nährzellmembranen (NC) und im Oolemma (Oo). In den 
posterioren Polarzellmembranen (PC) ist Ductin verstärkt nachweisbar. B: Optischer Medianschnitt 
durch den Nährzellbereich eines S9-Follikels. Ductinnachweis in den lateralen und apikalen Membranen 
46 kDa
33 kDa
22 kDa
16 kDa
Ovarien S10-12 S1-9
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zentripetaler Follikelzellen (FC) sowie in den Nährzellmembranen. C: Optischer Medianschnitt durch den 
Bereich der zentripetalen Follikelzellen (FC) eines S10B-Follikels. Deutlicher Ductinnachweis in den 
apikalen und lateralen Follikelzellmembranen (FC), schwächerer Ductinnachweis im Oolemma. E: 
Einzelne Nährzelle eines S10B-Follikels. Ductinnachweis in der Cytoplasmamembran und in zahlreichen 
cytoplasmatischen Vesikeln, die sich um den Zellkern in der Zellmitte konzentrieren. F: Aufsicht auf das 
Follikelzellepithel eines S10A-Follikels. Ductin ist in den lateralen Follikelzellmembranen (FC) 
nachweisbar [Krüger, 2007]. 
 
 
Bei den in der vorliegenden Arbeit durchgeführten immunhistochemischen Färbungen wurde 
das Augenmerk besonders auf das Verteilungsmuster von Ductin im Follikelzellepithel 
gerichtet, da die V-ATPase hier als Mechanismus zur Generierung und Aufrechterhaltung von 
Membranpotential- und pH-Wert-Gradienten in Frage kommt. Um eine Übersicht über die 
Verteilungsmuster zu erlangen, wurden die meisten fluoreszenzmikroskopischen Aufnahmen 
bei relativ schwachen Vergrößerungen angefertigt. Im Folgenden werden die Muster der 
Ductinlokalisation näher beschrieben.  
 
Ductin ist asymmetrisch im Follikelzellepithel lokalisiert 
Ductin kann immunhistochemisch in allen lateralen und apikalen Follikelzellmembranen der 
prävitellogenen und vitellogenen Stadien bis S12 nachgewiesen werden, wobei es sowohl 
kontinuierlich in den Membranen vorhanden ist als auch in punktuellen Anhäufungen. Bei der 
übersichtsartigen Betrachtung des gesamten Follikels fällt auf, dass Ductin nicht gleichmäßig 
im Follikelzellepithel vorkommt,  sondern in einzelnen Follikelzellen und bestimmten 
Follikelzellgruppen verstärkt nachweisbar ist. Es können drei wesentliche Asymmetrien der 
Ductinverteilung im Follikelzellepithel unterschieden werden: 
1. Ductin ist in den Membranen der Polarzellen stärker vertreten als in den benachbarten 
Follikelzellen. 
2. Spätestens ab S10A tritt eine dorsoventrale Asymmetrie der Ductinverteilung im 
gesamten Follikelzellepithel in Erscheinung, wobei eine Seite des Epithels eine 
deutlich höhere Ductinkonzentration in den Membranen aufweist als die andere. Bei 
der Mehrzahl der untersuchten Follikel (13 vs. 1 Follikel), bei denen die Dorsalseite 
eindeutig an Hand der dorsalen Lokalisation des Oozytenkerns zu bestimmen war, 
zeigten die ventralen Follikelzellen eine höhere Ductinkonzentration. 
3. Ab S11 unterscheiden sich die anterior und dorsal gelegenen Follikelzellen in der 
Ductinverteilung deutlich von den übrigen Follikelzellen. Im Bereich der entstehenden 
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Dorsalfilamente liegt Ductin diffus cytoplasmatisch vor, während es in den übrigen 
Follikelzellen verstärkt in cytoplasmatischen Partikeln oder Vesikeln nachweisbar ist.  
Die beschriebenen Charakteristika sind in Abb. 27 zusammengefasst. 
 
 
Abbildung 27: Asymmetrien der Ductinverteilung im Follikelzellepithel prävitellogener und vitellogener 
Stadien.  
A-E: Immunhistochemischer Nachweis von Ductin (WFM). A (S3) und B (S7): Optische Medianschnitte. 
Ductin kann in den lateralen und apikalen Follikelzellmembranen nachgewiesen werden. In den 
Polarzellen (PC) kommt Ductin verstärkt vor. C (S10A) und D (S10B): Optische Medianschnitte. Ductin 
ist in den lateralen und apikalen Follikelzellmembranen lokalisiert. In den ventralen Follikelzellen (vFC) 
und in den Polarzellen kommt Ductin verstärkt vor. E: Aufsicht auf das Follikelzellepithel eines S12-
Follikels. In den anterior und dorsal gelegenen Follikelzellen (a-dFC) liegt Ductin gleichmäßig im 
Cytoplasma verteilt vor. In den posterioren Follikelzellen (pFC) liegt Ductin in zahlreichen 
cytoplasmatischen Vesikeln vor. NC: Nährzelle, Oo: Oozyte, FC: Follikelzellen, PC: Polarzellen. 
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3.3.2 Immunhistochemische Unterscheidung zwischen V-ATPasen und 
Gap-Junctions 
Zur Unterscheidung von V-ATPasen und Gap-Junctions wurden Doppelfärbungen 
durchgeführt, bei welchen das Ductin-Antiserum entweder gemeinsam mit einem V-ATPase-
Antiserum gegen die Untereinheit a, mit einem Innexin2-Antiserum oder mit einem Innexin3-
Antiserum eingesetzt wurde. Keines der verwendeten Antiseren zeigte in der Markierung eine 
komplette Übereinstimmung mit dem Ductin-Antiserum, in verschiedenen Regionen konnten 
jedoch Kolokalisationen gefunden werden. Die Ergebnisse der Doppelfärbungen werden im 
Folgenden nach Stadien geordnet dargestellt, wobei das gemeinsame Auftreten von 
Fluoreszenz in der Doppelfärbung als Kolokalisation der jeweils untersuchten Proteine 
interpretiert wird. Kolokalisationen sind in den Überlagerungerungen beider 
Fluoreszenzbilder an der gelb-orangen Farbe zu erkennen. 
 
In prävitellogenen Follikelstadien treten Kolokalisationen von Ductin mit der a-Untereinheit 
der V-ATPase in den lateralen und apikalen Follikelzellmembranen auf. Besonders deutlich 
sind beide Proteine in den Polarzellen kolokalisiert. Die Kolokalisation beider Proteine liegt 
in den Membranen kontinuierlich vor (Abb. 28A). 
Kolokalisationen von Ductin und Innexin 2 liegen in prävitellogenen Follikelstadien 
hauptsächlich in den apikalen Follikelzellmembranen vor. Hier treten beide Proteine in 
punktuellen Anhäufungen gemeinsam auf. Eine Kolokalisation von Ductin und Innexin 2 in 
den Polarzellen liegt nicht vor (Abb. 28B). Aus dem Vergleich beider Doppelfärbungen lässt 
sich schlussfolgern, dass V-ATPasen kontinuierlich in den lateralen und apikalen 
Follikelzellmembranen und verstärkt in den Polarzellen auftreten. Gap-Junctions, die Innexin 
2 enthalten, liegen in zahlreichen punktuellen Anhäufungen in den apikalen 
Follikelzellmembranen vor. 
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Abbildung 28: Unterscheidung zwischen V-ATPasen und Gap-Junctions in prävitellogenen Follikeln.  
A-A’’: S6 (WFM), immunhistochemischer Nachweis der V-ATPase-Untereinheit a (A) und von Ductin 
(A’), Überlagerung beider Fluoreszenzbilder (A´´). Die V-ATPase-Untereinheit a (grün) und Ductin (rot) 
sind in den Polarzellen (PC) und in den apikalen und lateralen Follikelzellmembranen kolokalisiert 
(Pfeile). B-B´´: S7 (WFM), immunhistochemischer Nachweis von Innexin 2 (B) und von Ductin (B’), 
Überlagerung beider Fluoreszenzbilder (B´´). Innexin 2 (grün) und Ductin (rot) treten in den apikalen 
Follikelzellmembranen punktuell kolokalisiert auf (Pfeil). Eine Kolokalisation in Polarzellen besteht nicht.  
Kolokalisationen sind an der gelb-orangen Farbe in den Überlagerungen (A´´, B´´) zu erkennen. NC: 
Nährzelle, Oo: Oozyte, FC: Follikelzellen, PC: Polarzellen. 
 
 
In S9-Follikeln (Abb. 29) treten Ductin und die V-ATPase-Untereinheit a gemeinsam in den 
apikalen und lateralen Follikelzellmembranen auf, wobei beide Proteine eine eher 
kontinuierliche Verteilung aufweisen. Sofern im Follikelzellepithel eine dorsoventrale 
Asymmetrie in der Ductinverteilung vorliegt, ist diese auch für die a-Untereinheit der V-
ATPase nachweisbar, wenn auch etwas weniger deutlich (Abb. 29A).  
Für Innexin 3 findet man ab S9 ein auffälliges Verteilungsmuster, bei dem Innexin 3 in den 
zentripetalen Follikelzellen deutlich stärker nachweisbar ist als in Hauptkörperfollikelzellen 
und terminalen Follikelzellen. Innexin 3 findet sich hauptsächlich in den lateralen 
Follikelzellmembranen in Form von punktuellen Anhäufungen [vgl. auch Bohrmann und 
Zimmermann, 2008]. Hier zeigt sich eine Überlappung der Verteilung von Ductin und 
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Innexin 3, eine spezifische Kolokalisation beider Proteine konnte jedoch nicht eindeutig 
nachgewiesen werden. In posterioren Polarzellen ist ausschließlich Ductin nachweisbar (Abb. 
29B). Daraus folgt, dass V-ATPasen kontinuierlich in den lateralen und apikalen 
Follikelzellmembranen von S9-Follikeln vorkommen und dass die gefundenen dorsoventralen 
Asymmetrien in der Ductinverteilung vermutlich auf eine ungleiche Verteilung von V-
ATPasen zurückzuführen sind. Gap-Junctions, die von Innexin 3 gebildet werden, finden sich 
in punktuellen Anhäufungen in den lateralen Follikelzellmembranen, mit dem stärksten 
Vorkommen in den zentripetalen Follikelzellen. 
 
 
Abbildung 29: Unterscheidung zwischen V-ATPasen und Gap-Junctions in S9-Follikeln.  
A-A’’: S9 (WFM), immunhistochemischer Nachweis der V-ATPase-Untereinheit a (A) und von Ductin 
(A’), Überlagerung beider Fluoreszenzbilder (A´´). Die V-ATPase-Untereinheit a (grün) und Ductin (rot) 
sind in den apikalen und lateralen Follikelzellmembranen kolokalisiert (Pfeile). B-B´´: S9 (WFM), 
immunhistochemischer Nachweis von Innexin 3 (B) und von Ductin (B’), Überlagerung beider 
Fluoreszenzbilder (B´´). Innexin 3 (grün) kommt in punktuellen Anhäufungen in den lateralen 
Follikelzellmembranen vor. Die höchste Innexin3-Konzentration ist in den zentripetalen Follikelzellen 
nachweisbar. In den lateralen Follikelzellmembran zeigt sich eine Überlappung von Ductin- und 
Innexin3-Verteilung (Pfeil). Kolokalisationen sind an der gelb-orangen Farbe in den Überlagerungen (A´´, 
B´´) zu erkennen. NC: Nährzelle, Oo: Oozyte, FC: Follikelzellen, PC: Polarzellen. 
 
 
Die Kolokalisation von Ductin und der V-ATPase-Untereinheit a bleibt bis S10B in gleicher 
Weise bestehen, wie sie für S9-Follikel beschrieben wurde. Eine dorsoventrale Asymmetrie 
ist in S10A und S10B in der Verteilung beider Proteine nachweisbar. Außerdem kommen 
Ductin und die Untereinheit a der V-ATPase in den posterioren Polarzellen kolokalisiert vor 
(Abb. 30A und 31A). 
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Innexin 2 und Innexin 3 zeigen in ihrer Verteilung weniger Gemeinsamkeiten mit dem 
Ductinverteilungsmuster. Innexin 2 kann in S10-Follikeln hauptsächlich im Oolemma und in 
den apikalen Follikelzellmembranen nachgewiesen werden [vgl. auch Bohrmann und 
Zimmermann, 2008], wo es teilweise mit Ductin gemeinsam auftritt (Abb. 30B und 31B). 
Zudem ist Innexin 2 in den Grenzzellen nachweisbar. Innexin 3 zeigt in S10-Follikeln das 
zuvor beschriebene Muster, bei dem es verstärkt in den lateralen Membranen der zentripetalen 
Follikelzellen nachweisbar ist. Hier treten Ductin und Innexin 3 punktuell kolokalisiert auf 
(Abb. 30C und 31C). Aus dem Vergleich der drei Doppelfärbungen lässt sich schließen, dass 
die V-ATPase kontinuierlich verteilt in den lateralen und apikalen Follikelzellmembranen 
vorliegt, wobei sie in S9-S10B in der dorsoventralen Follikelachse eine ungleiche Verteilung 
zeigt. Jeweils auf einer Seite des Follikelzellepithels, in den meisten Fällen der ventralen 
Seite, sind V-ATPasen verstärkt nachweisbar. Die Verteilungsmuster von Gap-Junctions, die 
von Innexin 2 bzw. Innexin 3 gebildet werden unterscheiden sich in S10-Follikeln deutlich 
voneinander. Innexin2-Gap-Junctions liegen vorwiegend im Oolemma und in den apikalen 
Follikelzellmembranen vor sowie in den Grenzzellen, während Innexin3-Gap-Junctions in 
den lateralen Follikelzellmembranen lokalisiert sind, im Bereich der zentripetalen 
Follikelzellen treten sie verstärkt auf. 
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Abbildung 30: Unterscheidung zwischen V-ATPasen und Gap-Junctions in S10A-Follikeln.  
A-A’’: S10A (WFM), immunhistochemischer Nachweis der V-ATPase-Untereinheit a (A) und von Ductin 
(A’), Überlagerung beider Fluoreszenzbilder (A´´). Die V-ATPase-Untereinheit a (grün) und Ductin (rot) 
sind in den apikalen und lateralen Follikelzellmembranen kolokalisiert (Pfeil). Beide Proteine sind in der 
dorsoventralen Follikelachse asymmetrisch im Follikelzellepithel verteilt, sie sind auf einer Seite des 
Follikels verstärkt nachweisbar (Pfeil). B-B´´: S10A (WFM), immunhistochemischer Nachweis von 
Innexin 2 (B) und von Ductin (B’), Überlagerung beider Fluoreszenzbilder (B´´). Innexin 2 ist im 
Oolemma, in den apikalen Follikelzellmembranen und in den Grenzzellen (BC) nachweisbar. Die 
Verteilungsmuster von Innexin 2 (grün) und Ductin (rot) sind in diesen Regionen teilweise überlappend, 
eine eindeutige Kolokalisation beider Proteine ist jedoch nicht nachweisbar. C-C’’: S10A (WFM), 
immunhistochemischer Nachweis von Innexin 3 (C) und von Ductin (C’), Überlagerung beider 
Fluoreszenzbilder (C´´). Innexin 3 kommt in punktuellen Anhäufungen in den lateralen 
Follikelzellmembranen vor. Die höchste Innexin3-Konzentration (grün) ist in den zentripetalen 
Follikelzellen (cFC) nachweisbar (Pfeil). In den lateralen Follikelzellmembran zeigt sich eine Überlappung 
von Ductin- und Innexin3-Verteilung. Kolokalisationen sind an der gelb-orangen Farbe in den 
Überlagerungen (A´´, B´´, C’’) zu erkennen. NC: Nährzelle, Oo: Oozyte, FC: Follikelzellen, cFC: 
zentripetale Follikelzellen, PC: Polarzellen, BC: Grenzzellen. 
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Abbildung 31: Unterscheidung zwischen V-ATPasen und Gap-Junctions in S10B-Follikeln.  
A-A’’: S10B (WFM), immunhistochemischer Nachweis der V-ATPase-Untereinheit a (A) und von Ductin 
(A’), Überlagerung beider Fluoreszenzbilder (A´´). Die V-ATPase-Untereinheit a (grün) und Ductin (rot) 
sind in den apikalen und lateralen Follikelzellmembranen kolokalisiert (Pfeil). Beide Proteine sind in der 
dorsoventralen Follikelachse asymmetrisch im Follikelzellepithel verteilt, sie sind auf einer Seite des 
Follikels verstärkt nachweisbar (Pfeil). B-B´´: S10B (WFM), immunhistochemischer Nachweis von 
Innexin 2 (B) und von Ductin (B’), Überlagerung beider Fluoreszenzbilder (B´´). Innexin 2 ist im 
Oolemma, in den apikalen Follikelzellmembranen und in den Grenzzellen (BC) nachweisbar. Die 
Verteilungsmuster von Innexin 2 (grün) und Ductin (rot) sind in diesen Regionen teilweise überlappend, 
eine eindeutige Kolokalisation beider Proteine ist jedoch nicht nachweisbar (Pfeil). C-C’’: S10B (WFM), 
immunhistochemischer Nachweis von Innexin 3 (C) und von Ductin (C’), Überlagerung beider 
Fluoreszenzbilder (C´´). Innexin 3 (grün) kommt in punktuellen Anhäufungen in den lateralen 
Follikelzellmembranen vor. Die höchste Innexin3-Konzentration ist in den zentripetalen Follikelzellen 
(cFC) nachweisbar (Pfeil). In den lateralen Follikelzellmembranen zeigt sich eine Überlappung von 
Ductin- und Innexin3-Verteilung. Kolokalisationen sind an der gelb-orangen Farbe in den 
Überlagerungen (A´´, B´´, C’’) zu erkennen. NC: Nährzelle, Oo: Oozyte, FC: Follikelzellen, cFC: 
zentripetale Follikelzellen, PC: Polarzellen, BC: Grenzzellen. 
 
 
Auch die dritte Asymmetrie in der Ductinverteilung findet sich teilweise für die untersuchte 
V-ATPase-Untereinheit a. Abb. 32 zeigt die entsprechende Doppelfärbung eines S12-
Follikels. Die a-Untereinheit der V-ATPase ist im Bereich der entstehenden Dorsalfilamente 
diffus cytoplasmatisch nachweisbar, während sie in den übrigen Follikelzellen vor allem in 
intrazellulären Partikeln oder Vesikeln zu finden ist. Diese Einschlüsse konzentrieren sich im 
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Bereich der Follikelzellkerne. Trotz der Ähnlichkeiten mit dem Verteilungsmuster von Ductin 
können insbesondere für die intrazellulären Vesikel kaum Kolokalisationen beider Proteine 
gefunden werden. Im Bereich der Dorsalfilamente führen beide Antiseren zu einer diffusen 
cytoplasmatischen Färbung in den Follikelzellen, hier scheinen beide Proteine gemeinsam 
vorzuliegen. 
 
 
Abbildung 32: Verteilungsmuster von Ductin und der V-ATPase-Untereinheit a in S12. A-A’’: S12 
(WFM), immunhistochemischer Nachweis der V-ATPase-Untereinheit a (A) und von Ductin (A’), 
Überlagerung beider Fluoreszenzbilder (A´´). In den anterior und dorsal gelegenen Follikelzellen (a-dFC) 
liegen beide Proteine diffus im Cytoplasma vor, während sie in den posterioren Follikelzellen (pFC) in 
zahlreichen cytoplasmatischen Einschlüssen nachweisbar sind. Hier liegen allerdings kaum 
Kolokalisationen von Ductin (rot) und der V-ATPase-Untereinheit a (grün) vor. Kolokalisationen sind an 
der gelb-orangen Farbe in der Überlagerung (A´´) zu erkennen. NC: Nährzellen. 
 
 
 
Zusammenfassend kann gesagt werden, dass weder die a-Untereinheit der V-ATPase, noch 
Innexin 2 oder Innexin 3 in ihrem Verteilungsmuster vollständig mit der Verteilung von 
Ductin übereinstimmen. Insgesamt scheint aber die kontinuierliche Lokalisation von Ductin in 
den Follikelzellmembranen eher mit der V-ATPase-Untereinheit a kolokalisiert zu sein, 
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während sich für punktuelle Ductin-Ansammlungen eher Gemeinsamkeiten mit der 
Lokalisation der Gap-Junction-Proteine Innexin 2 und Innexin 3 zeigen. Die für Ductin 
beschriebenen Besonderheiten in den Polarzellen entlang der dorsoventralen Follikelachse 
und im Bereich der sich entwickelnden Dorsalfilamente treffen in ähnlicher Weise für die a-
Untereinheit der V-ATPase zu und sind somit wahrscheinlich auf V-ATPasen 
zurückzuführen. In den Doppelfärbungen von Ductin und Innexin 3 zeigen sich 
Kolokalisationen in den lateralen Follikelzellmembranen vitellogener Follikel. Ein verstärktes 
Vorkommen in den lateralen Membranen der zentripetalen Follikelzellen wie bei Innexin 3 
konnte für Ductin allerdings nicht gefunden werden. Kolokalisation von Ductin und Innexin 2 
findet man in den apikalen Follikelzellmembranen prävitellogener Follikelstadien. In 
vitellogenen Stadien kommen Ductin und Innexin 2 im Oolemma und in den Grenzzellen 
gemeinsam vor. 
 
 
Zusammenfassung der Verteilungsmuster von V-ATPasen und Gap-Junctions in 
den Stadien 9 bis 10B 
Zwischen S9 und S10B zeigen sowohl die V-ATPasen als auch die Innexin 2  und Innexin 3 
enthaltenden Gap-Junctions spezifische Verteilungsmuster, bei denen dorsoventrale bzw. 
anteroposteriore Ungleichverteilungen im Follikelzellepithel auftreten. In Abb. 33 und 34 sind 
die wichtigsten Verteilungsmuster der Proteine stark vereinfacht zusammengefasst. Das 
Schema soll einen Überblick über Asymmetrien in der Verteilung von V-ATPasen bzw. Gap-
Junctions im Follikelzellepithel liefern. Es zeigt lediglich, in welchen Follikelzelltypen V-
ATPasen bzw. Gap-Junctions jeweils verstärkt vorkommen. Die Lokalisation innerhalb der 
Membranen (apikal oder lateral) und die Lokalisationen  in den Nährzellen und der Oozyte 
sind nicht berücksichtigt. 
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Abbildung 33: Vereinfachte Darstellung des Verteilungsmusters von V-ATPasen im Follikelzellepithel 
zwischen S9 und S10B.  
A: Immunhistochemischer Nachweis von Ductin (WFM in der ImageJ-Falschfarbendarstellung, S9-
Follikel (oben), S10A-Follikel (Mitte), S10B-Follikel (unten). Starke Fluoreszenz deutet auf hohe Ductin-
Konzentration hin (s. Farbskala links). B: Aus den Fluoreszenzfärbungen abgeleitetes, vereinfachtes 
Modell des Ductin-Verteilungsmusters in S9-S10B. Die Follikelzelltypen, in denen V-ATPasen verstärkt 
nachweisbar sind, sind in Rot eingefärbt. Zwischen S9 (oben) und S10B (unten) weist jeweils eine Seite 
(zumeist die ventrale Seite) des Follikelzellepithels eine höhere Konzentration von V-ATPasen auf. Dies 
betrifft die zentripetalen Follikelzellen (cFC), die Hauptkörperfollikelzellen (mFC) und die terminalen 
Follikelzellen (tFC) auf einer Seite, während die zentripetalen Follikelzellen und die 
Hauptkörperfollikelzellen auf der gegenüberliegenden Seite weniger V-ATPasen aufweisen.  Hier liegt 
z.B. eine Asymmetrie entlang der dorsoventralen Follikelachse der Verteilung von V-ATPasen vor. V-
ATPasen sind in den Polarzellen (PC) verstärkt nachweisbar. 
75 
 
  
 
Abbildung 34: Vereinfachte Darstellung der Verteilungsmuster von Gap-Junctions im Follikelzellepithel 
zwischen S9 und S10B. A, C: Immunhistochemischer Nachweis von Innexin 2 und Innexin 3 (WFM in der 
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ImageJ-Falschfarbendarstellung, S9-Follikel (oben), S10A-Follikel (Mitte), S10B-Follikel (unten). Starke 
Fluoreszenz deutet auf hohe Innexin-Konzentration hin (s. Farbskala links). B, D: Aus den 
Fluoreszenzfärbungen abgeleitete, vereinfachte Modelle der Innexin-Verteilungsmuster in S9-S10B. B: 
Innexin2-Gap-Junctions, verstärkter Nachweis ist durch orange Farbe gekennzeichnet. D: Innexin3-Gap-
Junctions, verstärkter Nachweis ist in Gelb dargestellt. Innexin2-Gap-Junctions kommen zwischen S9 und 
S10B verstärkt zwischen Oozyte und Follikelzellepithel vor. Sie sind im Oolemma (Ool) und in den 
apikalen Follikelzellmembranen lokalisiert. Zusätzlich liegen Innexin2-Gap-Junctions verstärkt in den 
Grenzzellen (BC) vor. Die zentripetalen Follikelzellen (zFC bzw. cFC) weisen eine deutliche höhere 
Konzentration an Innexin3-Gap-Junctions auf als die Hauptkörperfollikelzellen (mFC) und die 
terminalen Follikelzellen (tFC).  Für Innexin3-Gap-Junctions liegt zwischen S9 und S10B eine 
anteroposteriore Asymmetrie im Verteilungsmuster vor. 
 
 
3.3.3 Beeinflussung des Membranpotentials und des intrazellulären 
pH-Werts durch Inhibition von V-ATPase 
 
Beeinflussung des Membranpotentials durch Bafilomycin: 
Der  Inhibitor Bafilomycin wurde in nanomolaren Konzentrationen in Kombination mit 
DiBAC4 eingesetzt, um den Einfluss der Aktivität von V-ATPasen auf die Membranpotentiale 
in den verschiedenen Zelltypen des Ovarfollikels zu untersuchen. Beim direkten Vergleich 
der DiBAC4-Fluoreszenz unbehandelter und mit Bafilomycin behandelter Follikel fällt (bei 
gleichen Belichtungszeiten) in allen Entwicklungsstadien und Zelltypen eine erhöhte 
Fluoreszenzintensität (Depolarisation) in den inhibierten Follikeln auf. Daraus folgt, dass die 
spezifische Inhibition von V-ATPasen in den verschiedenen Zelltypen des Follikels zu 
depolarisierten Membranpotentialen führt. Mit Hilfe einer Perfusionskammer wurde die 
Wirkung von Bafilomycin auf das Membranpotential an einzelnen Follikeln direkt 
beobachtet. Hierzu wurden die Follikel zunächst in DiBAC4-R14-Medium inkubiert und 
anschließend fotografiert. Im nächsten Schritt wurde das Inkubationsmedium durch ein 
Inkubationsmedium ersetzt, das zusätzlich Bafilomycin enthielt. Nach kurzer Inkubationszeit 
wurde derselbe Follikel bei gleichen Mikroskop- und Kameraeinstellungen erneut 
fotografiert. Die Inhibition der V-ATPase führt in den vitellogenen Stadien zu einer 
unterschiedlichen Depolarisation in Nährzellen, Oozyte und Follikelzellen. Am deutlichsten 
zeigt sich die Wirkung von Bafilomycin in den Entwicklungsstadien 10B-12. In Abb. 35, 36 
und 37 sind exemplarisch entsprechend behandelte Follikel der Stadien 10B-12 jeweils in der 
Aufsicht auf das Follikelzellepithel und im optischen Medianschnitt dargestellt. Die stärkste 
Depolarisation zeigt sich in der Oozyte und im Follikelzellepithel. In S10B-Follikeln hat die 
Inhibition von V-ATPasen auf die Membranpotentiale der Nährzellen nur einen geringen 
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Einfluss. Basierend auf der Annahme, dass eine 1%ige Veränderung der DiBAC4-
Fluoreszenzintensität etwa einem Potentialunterschied von 1 mV entspricht, ergeben sich für 
S10B-Follikel in Bereichen der Follikelzellen und der Oozyte Potentialänderungen von bis zu 
~20 mV. Ab S11 liegt die Depolarisation von Follikelzellen und Oozyte bei bis zu ~40 mV. 
 
 
 
Abbildung 35: Einfluss der Inhibition von V-ATPasen auf die Membranpotentiale in S10B. 
A-D: DiBAC4-Fluoreszenz desselben S10B-Follikels vor (A, C) und nach (B, D) der Inhibition mit 
Bafilomycin. A, B: Aufsicht auf das Follikelzellepithel (WFM), Fluoreszenzaufnahme (oben), Wasabi-
Falschfarbendarstellung (unten), vor der Inhibition (A) und nach der Inhibition mit Bafilomycin (B). C, 
D:Optischer Medianschnitt (WFM), Fluoreszenzaufnahme (oben), Wasabi-Falschfarbendarstellung 
(unten), vor der Inhibition (C) und nach der Inhibition mit Bafilomycin (D). Die Inhibition der V-ATPase 
führt zur Depolarisation von Follikelzellen (FC) und Oozyte (Oo). Bereiche in denen Bafilomycin zu einer 
besonders starken Depolarisation geführt hat, sind in B und D durch einen Pfeil gekennzeichnet. Hier 
liegt eine Depolarisation von ~20 mV vor. Die Inhibition der V-ATPasen hat kaum einen Einfluss auf die 
Membranpotentiale der Nährzellen (NC). Falschfarbenskala rechts, jede Farbstufe entspricht etwa einer 
Änderung des elektrischen Potentials von 7 %.  
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Abbildung 36: Einfluss der Inhibition von V-ATPasen auf die Membranpotentiale in S11.  
A-D: DiBAC4-Fluoreszenz desselben S11-Follikels vor (A, C) und nach (B, D) der Inhibition mit 
Bafilomycin. A, B: Aufsicht auf das Follikelzellepithel (WFM), Fluoreszenzaufnahme (oben), Wasabi-
Falschfarbendarstellung (unten), vor der Inhibition (A) und nach der Inhibition mit Bafilomycin (B). C,D: 
Optischer Medianschnitt (WFM), Fluoreszenzaufnahme (oben), Wasabi-Falschfarbendarstellung (unten), 
vor der Inhibition (C) und nach der Inhibition mit Bafilomycin (D). Die Inhibition der V-ATPase führt 
zur Depolarisation von Follikelzellen (FC), Oozyte (Oo) und Nährzellen (NC). In einigen Bereichen der 
Follikelzellen und der Oozyte liegt die Depolarisation bei bis zu 40 mV. Falschfarbenskala rechts, jede 
Farbstufe entspricht etwa einer Änderung des elektrischen Potentials von 7 %.  
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Abbildung 37: Einfluss der Inhibition von V-ATPasen auf die Membranpotentiale in S12.  
A-D: DiBAC4-Fluoreszenz desselben S12-Follikels vor (A, C) und nach (B, D) der Inhibition mit 
Bafilomycin. A, B: Aufsicht auf das Follikelzellepithel (WFM), Fluoreszenzaufnahme (oben), Wasabi-
Falschfarbendarstellung (unten), vor der Inhibition (A) und nach der Inhibition mit Bafilomycin (B). C, 
D: Optischer Medianschnitt (WFM), Fluoreszenzaufnahme (oben), Wasabi-Falschfarbendarstellung 
(unten), vor der Inhibition (C) und nach der Inhibition mit Bafilomycin (D). Die Inhibition der V-ATPase 
führt zur Depolarisation von Follikelzellen (FC) und Oozyte (Oo). Die degenerierenden Nährzellen (NC) 
sind in S12-Follikeln bereits depolarisiert. In einigen Bereichen der Follikelzellen und der Oozyte liegt die 
Depolarisation bei bis zu ~28 mV. Falschfarbenskala rechts, jede Farbstufe entspricht etwa einer 
Änderung des elektrischen Potentials von 7 %. 
 
Beeinflussung des intrazellulären pH-Werts durch Bafilomycin: 
Die V-ATPase wirkt durch den aktiven Transport von Protonen nicht nur elektrogen, sondern 
beeinflusst auch die intrazelluläre Protonenkonzentration. Deshalb wurde mit Hilfe des 
Inhibitors Bafilomycin der Einfluss der V-ATPase-Aktivität auf die pH-Werte in den 
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verschiedenen Zelltypen des Ovarfollikels untersucht. Hierzu wurden 5-CFDA,AM-
Färbungen an unbehandelten und an mit Bafilomycin behandelten Follikeln durchgeführt und 
die 5-CFDA,AM-Fluoreszenz (bei gleichen Belichtungszeiten) verglichen. In diesen 
Experimenten konnten ausschließlich in prävitellogenen und  frühen vitellogenen Stadien 
reproduzierbare Effekte gefunden werden (Abb. 38), die auf eine Inhibition der V-ATPase 
durch Bafilomycin zurückzuführen sind. In allen älteren Entwicklungsstadien konnten keine 
reproduzierbaren Veränderungen der intrazellulären pH-Werte gezeigt werden. Insbesondere 
scheint die Inhibition der V-ATPase keinen Einfluss auf den anteroposterioren pH-Wert-
Gradienten in der Nährzellpopulation zu haben. 
In prävitellogenen Follikeln und in S8-Follikeln führt Bafilomycin zu einer Abnahme der 5-
CFDA,AM-Fluoreszenz in Nährzellen und Follikelzellen. Dies lässt auf eine Verringerung 
des intrazellulären pH-Werts (saurer) durch die Inhibition von V-ATPasen schließen. Beim 
Vergleich der 5-CFDA,AM-Färbung von Kontroll- und Inhibitionsgruppe fallen punktuelle 
Fluoreszenzanreicherungen in den Follikelzellen und in der Oozyte der Inhibitionsgruppe auf. 
Annähernd jede Follikelzelle zeigt im apikalen Bereich eine solche Fluoreszenzanreicherung. 
Vor allem in der Oozyte sind die Fluoreszenzanreicherungen vermutlich auf basisch 
gewordene Vesikel, die ehemals sauer waren, zurückzuführen (Abb. 38) [vgl. auch Bohrmann 
& Braun 1999]. 
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Abbildung 38: Einfluss der Inhibition von V-ATPasen auf die intrazellulären pH-Werte in prävitellogenen 
und jungen vitellogenen Stadien.  
A, C: 5-CFDA,AM-Fluoreszenz unbehandelter Follikel (A: S5, C: S8); B, D: 5-CFDA,AM-Fluoreszenz mit 
Bafilomycin behandelter Follikel (B: S5, D: S8). Inhibierte Follikel (B, D) zeigen im Vergleich zu 
Kontrollfollikeln (A, C) eine schwächere 5-CFDA,AM-Fluoreszenz (saurer) in Nährzellen und 
Follikelzellen. Gleichzeitig treten in inhibierten Follikeln auffällige helle Vesikel (alkalisch) in den 
apikalen Bereichen der Follikelzellen (Pfeile in B und D) und in der Oozyte auf. FC: Follikelzellen, NC: 
Nährzellen, Oo: Oozyte. 
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3.4 Nachweis und Lokalisation von spannungsgesteuerten Ca2+-
Kanälen  
Für den Nachweis von Typ-L Ca2+-Kanälen (Cav1) wurden Fluoreszenzfärbungen mit dem 
fluoreszierenden Inhibitor Verapamil-FL durchgeführt, der spezifisch an die α−Untereinheit 
von Typ-L Ca2+-Kanälen bindet. Zusätzlich wurden immunhistochemische Färbungen mit 
einem Antiserum (Anti-Cavα1) angefertigt, welches gegen die α-Untereinheit von Ca2+-
Kanälen gerichtet ist. Als Kontrolle wurden immunhistochemische Färbungen ohne 
Primärantikörper angefertigt. 
Im Folgenden wird das stadienspezifische Verteilungsmuster der untersuchten Typ-L Ca2+-
Kanäle dargestellt, wobei die Verapamil-FL-Färbung jeweils der Antikörperfärbung 
gegenübergestellt wird. Bei der Interpretation der Unterschiede in den mit beiden 
Nachweismethoden gefundenen Verteilungsmustern muss in Betracht gezogen werden, dass 
Verapamil-FL mit höherer Affinität an Typ-L Ca2+-Kanäle im inaktiven und im geöffneten 
Zustand bindet. Beide Konformationszustände resultieren aus einer vorangegangenen 
Depolarisation des Membranpotentials. Zudem muss bei der Interpretation der gefundenen 
Unterschiede berücksichtigt werden, dass das Antiserum (Anti-Cavα1) neben Typ-L Ca2+-
Kanälen auch die α-Untereinheit von Kanälen der Cav2-Familie (N-, P/Q- und R-Typ) 
erkennt. 
 
3.4.1 Typ-L Ca2+-Kanäle in prävitellogenen Follikelstadien 
Beide Nachweismethoden zeigen in prävitellogenen Follikeln reproduzierbare, spezifische 
Färbungen, wobei sich jedoch beim Vergleich der Methoden deutliche Unterschiede ergeben. 
Im Unterschied zu Verapamil-FL zeigt der Antikörpernachweis eher kontinuierliche 
Membranfärbungen, während Verapamil-FL eine punktuelle Fluoreszenzmarkierung in den 
Membranen aufweist.  
Sowohl mit Hilfe der Immunhistochemie als auch mit dem fluoreszierenden Inhibitor sind 
Typ-L Ca2+-Kanäle deutlich in den apikalen Follikelzellmembranen prävitellogener Follikel 
nachweisbar; sie liegen verstärkt in den Polarzellen vor. Des Weiteren sind Typ-L Ca2+-
Kanäle im Oolemma nachweisbar, wobei der Antikörpernachweis dies deutlicher zeigt. Mit 
Verapamil-FL können Typ-L Ca2+-Kanäle deutlich im Cytoplasma der Oozyte und schwächer 
auch im Cytoplasma der Nährzellen nachgewiesen werden, während immunhistochemisch 
kein cytoplasmatischer Nachweis vorliegt. Abb. 39 fasst die wesentlichen Charakteristika 
beider Nachweismethoden zusammen. 
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Abbildung 39: Nachweis von Typ-L Ca2+-Kanälen in prävitellogenen Follikelstadien.  
ApoTome-Aufnahmen der Fluoreszenzfärbungen von Verapamil-FL (A, S7) und Anti-Cavα1 (B, S6). 
Verapamil-FL zeigt eine punktuelle, teils cytoplasmatische Fluoreszenzmarkierung, Anti-Cavα1 eine eher 
kontinuierliche Membranfärbung. Beide Methoden weisen Typ-L Ca2+-Kanäle in den apikalen 
Follikelzellmembranen (Pfeil) nach und verstärkt in den Polarzellen (PC). Außerdem ist der Nachweis im 
Oolemma (Stern) mit beiden Methoden möglich. Verapamil-FL zeigt im Gegensatz zu Anti-Cavα1, einen 
starken cytoplasmatischen Nachweis in der Oozyte (Oo) und in den Nährzellen (NC). FC: Follikelzellen. 
 
3.4.2 Typ-L Ca2+-Kanäle in vitellogenen Follikelstadien 
In vitellogenen Follikelstadien unterscheiden sich die Ergebnisse der beiden 
Nachweismethoden deutlich. Während sich im immunhistochemischen Nachweis eine 
kontinuierliche Verteilung von Typ-L Ca2+-Kanälen im Oolemma und im Follikelzellepithel 
zeigt, bei dem lediglich in den Polarzellen ein stärkeres Vorkommen der Kanäle nachweisbar 
ist, zeigt der Verapamil-FL-Nachweis sehr auffällige Verteilungsmuster, insbesondere im 
Follikelzellepithel. Diese Verteilungsmuster zeigen in den Stadien 9 bis 10B in hohem Maße 
Übereinstimmungen mit den in Kap. 3.1 beschriebenen anteroposterioren und dorsoventralen 
Potentialmustern, wobei in allen Zelltypen, für die ein depolarisiertes Potential beschrieben 
wurde, ein stärkerer Nachweis von Typ-L Ca2+-Kanälen vorliegt. Diese Übereinstimmung 
erhärtet die Vermutung, dass Verapamil-FL verstärkt geöffnete bzw. inaktivierte Kanäle 
anzeigt. In S9 (Abb. 40) und S10A zeigt sich entlang der anteroposterioren Follikelachse ein 
Verteilungsmuster, bei dem Typ-L Ca2+-Kanäle verstärkt in den terminalen, zentripetalen und 
gestreckten Follikelzellen sowie in den Polarzellen und Grenzzellen nachweisbar sind. Der 
Nachweis ist sowohl cytoplasmatisch als auch punktuell in den Follikelzellmembranen 
deutlich. Die Hauptkörperfollikelzellen weisen im Gegensatz zu den übrigen Follikelzelltypen 
ein sehr geringes Vorkommen von Typ-L Ca2+-Kanälen auf. Auch innerhalb der Oozyte zeigt 
sich eine Asymmetrie im Verteilungsmuster, hier werden Typ-L Ca2+-Kanäle verstärkt im 
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posterioren Bereich der Oozyte nachgewiesen. Mit Hilfe des Antikörpers Anti-Cavα1 können 
keine derartigen Asymmetrien im Verteilungsmuster gezeigt werden. Ein weiterer 
Unterschied beider Nachweismethoden zeigt sich in den Nährzellen. Ausschließlich 
Verapamil-FL weist Typ-L Ca2+-Kanäle in punktuellen Ansammlungen in den 
Nährzellmembranen nach. Zusammenfassend lässt sich für S9 sagen, das Typ-L Ca2+-Kanäle 
mit beiden Nachweismethoden eindeutig im Bereich der apikalen Follikelzellmembranen und 
im Oolemma nachweisbar sind. Beide Methoden markieren die Kanäle verstärkt in den 
Polarzellen. Asymmetrien im Verteilungsmuster findet man jedoch ausschließlich mit 
Verapamil-FL, ebenso wie einen Nachweis von Typ-L Ca2+-Kanälen in den 
Nährzellmembranen. Abb. 40 fasst die beschriebenen Verteilungsmuster in S9 beispielhaft 
zusammen.  
 
Abbildung 40: Nachweis von Typ-L Ca2+-Kanälen in S9.  
ApoTome-Aufnahmen der Fluoreszenzfärbungen von Verapamil-FL (A) und Anti-Cavα1 (B). Mit beiden 
Methoden lassen sich Typ-L Ca2+-Kanäle  in Follikelzellen und im Oolemma (Pfeile in A und B) 
nachweisen. Mit Verapamil-FL (A) zeigt sich allerdings ein auffälliges Verteilungsmuster im 
Follikelzellepithel und im Oolemma. Terminale Follikelzellen (tFC), zentripetale Follikelzellen (cFC), 
Grenzzellen (BC) und Polarzellen (PC) sowie einige gestreckte Follikelzellen (sFC) enthalten hohe 
Konzentrationen von Typ-L Ca2+-Kanälen, während im Bereich der Hauptkörperfollikelzellen (mFC) 
diese Kanäle kaum nachweisbar sind (Stern). Im Oolemma sind Typ-L Ca2+-Kanäle verstärkt posterior 
nachweisbar (Pfeil in A). Anti-Cavα1 (B) zeigt keine solchen asymmetrischen Verteilungsmuster, sondern 
eine kontinuierliche und gleichmäßige Fluoreszenzverteilung im Oolemma (Pfeil) und in den apikalen und 
lateralen Follikelzellmembranen. 
 
Auch in S10B zeigt sich eine auffällige Übereinstimmung zwischen den in 3.1 beschriebenen 
elektrischen Potentialen und dem Nachweis von  Typ-L Ca2+-Kanäle mittels Verapamil-FL. 
Innerhalb des Follikelzellepithels liegt eine dorsoventrale Asymmetrie der Kanalverteilung 
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vor, wobei die zentripetalen Follikelzellen und die Hauptkörperfollikelzellen auf einer Seite 
deutlich weniger Typ-L Ca2+-Kanäle aufweisen als die terminalen und die zentripetalen 
Follikelzellen sowie die Hauptkörperfollikelzellen auf der gegenüberliegenden Seite. In den 
Grenzzellen sind  Typ-L Ca2+-Kanäle nach wie vor verstärkt nachweisbar. Auch hier sprechen 
die gefundenen Übereinstimmungen zwischen Depolarisation und Kanalnachweis dafür, dass 
durch Verapamil-FL vorrangig geöffnete und inaktive Kanäle markiert werden. Die 
Fluoreszenz liegt hauptsächlich cytoplasmatisch vor. Immunhistochemisch können Typ-L 
Ca2+-Kanäle gleichmäßig verteilt in apikalen und lateralen Follikelzellmembranen, sowie im 
Oolemma nachgewiesen werden, asymmetrische Verteilungsmuster lassen sich nicht finden. 
Mit beiden Nachweismethoden können somit Typ-L Ca2+-Kanäle in den Follikelzellen und im 
Oolemma eindeutig nachgewiesen werden. Abb. 41 verdeutlicht die beschriebenen 
Verteilungsmuster in S10B beispielhaft. 
 
Abbildung 41: Nachweis von Typ-L Ca2+-Kanälen in S10B.  
ApoTome-Aufnahmen der Fluoreszenzfärbungen von Verapamil-FL (A) und Anti-Cavα1 (B). Mit beiden 
Methoden lassen sich Typ-L Ca2+-Kanäle  in Follikelzellen und im Oolemma (Sterne in A und B) 
nachweisen. Mit Verapamil-FL (A) zeigt sich eine dorsoventrale Asymmetrie der Kanalverteilung im 
Follikelzellepithel. Die zentripetalen Follikelzellen (cFC) und die Hauptkörperfollikelzellen (mFC) auf der 
einen Seite weisen deutlich weniger Typ-L Ca2+-Kanäle auf als die terminalen (tFC), zentripetalen und 
gestreckten (sFC) Follikelzellen sowie die Hauptkörperfollikelzellen (mFC) auf der gegenüberliegenden 
Seite (Pfeil). In den Grenzzellen (BC) sind  Typ-L Ca2+-Kanäle verstärkt nachweisbar. Anti-Cavα1 (B) 
zeigt keine solchen asymmetrischen Verteilungsmuster, sondern eine kontinuierliche und gleichmäßige 
Fluoreszenzverteilung im Oolemma (Stern) und in den Follikelzellmembranen.  
 
In S11 bis S13 zeigen beide Nachweismethoden eine stärkere Ansammlung von Typ-L Ca2+-
Kanälen im Bereich der entstehenden Dorsalfilamente. Dies ist sowohl im optischen Schnitt 
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durch die Dorsolfilamente als auch in der Aufsicht auf das Follikelzellepithel erkennbar. Die 
anterioren Follikelzellen weisen sowohl im Verapamil-FL-Nachweis als auch in der 
Immunhistochemie deutlich mehr Typ-L Ca2+-Kanäle auf als die posterioren Follikelzellen. 
Abb. 42 verdeutlicht dieses Muster in S11 bis S13 beispielhaft. 
 
Abbildung 42: Nachweis von Typ-L Ca2+-Kanälen in S11 bis S13.  
ApoTome-Aufnahmen der Fluoreszenzfärbungen von Verapamil-FL (A, B) und Anti-Cavα1 (B, C). A: 
S11/12, optischer Medianschnitt durch die Region der entstehenden Dorsalfilamente (DF). Der stärkste 
Nachweis von Typ-L Ca2+-Kanälen findet sich in den die Dorsalfilamente bildenden Follikelzellen. B: S12, 
Aufsicht auf das Follikelzellepithel. In anterioren Follikelzellen (aFC) ist die Konzentration von Typ-L 
Ca2+-Kanälen deutlich höher als im restlichen Follikelzellepithel (FC). C: S13, optischer Medianschnitt 
durch die Region der entstehenden Dorsalfilamente (DF). Der stärkste Nachweis von Typ-L Ca2+-Kanälen 
findet sich in den die Dorsalfilamente bildenden Follikelzellen. D: S13, Aufsicht auf das Follikelzellepithel. 
In den Membranen der anterioren Follikelzellen (aFC) ist die Konzentration von Typ-L Ca2+-Kanäle 
deutlich höher als im restlichen Follikelzellepithel (FC). Oo: Oozyte, NC: Nährzellen. 
 
 
Zusammenfassung der Verteilungsmuster von Typ-L Ca2+-Kanälen in den Stadien 9 bis 
10B 
Zusammenfassend lässt sich sagen, dass beide Nachweismethoden sehr gut reproduzierbare, 
stadienspezifische Ergebnisse liefern. Mit beiden Methoden sind Typ-L Ca2+-Kanäle 
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eindeutig in den apikalen Follikelzellmembranen und im Oolemma von prävitellogenen 
Follikeln nachweisbar sowie in den lateralen Follikelzellmembranen und im Oolemma 
vitellogener Follikelstadien. Sie treten verstärkt in den Polarzellen auf. Zwischen S11 und S13 
zeigen beide Nachweismethoden eine erhöhte Konzentration von Typ-L Ca2+-Kanälen in den 
die Dorsalfilamente bildenden Follikelzellen an. Der Hauptunterschied zwischen beiden 
Nachweismethoden besteht in den anteroposterior und dorsoventral asymmetrischen 
Verteilungsmustern im Follikelzellepithel und im Oolemma, die ausschließlich durch 
Verapamil-FL angezeigt werden. Diese Muster zeigen deutliche Übereinstimmungen mit den 
in Kap. 3.1 beschrieben elektrischen Potentialmustern, wobei in depolarisierten Bereichen ein 
stärkerer Nachweis von Typ-L Ca2+-Kanälen vorliegt. Die anteroposterioren und 
dorsoventralen Asymmetrien der Verteilung von Typ-L Ca2+-Kanälen, wie sie mittels 
Verapamil-FL in S9-S10B gezeigt wurden, sind in Abb. 43 vereinfacht und schematisiert 
zusammengefasst. 
 
 
Abbildung 43: Vereinfachte Darstellung des mittels Verapamil-FL gefundenen Verteilungsmusters von 
Typ-L Ca2+-Kanälen im Follikelzellepithel zwischen S9 und S10B.  
A: Fluoreszenzmikroskopischer Nachweis von Typ-L Ca2+-Kanälen mittels Verapamil-FL (ApoTome-
Aufnahmen in der ImageJ-Falschfarbendarstellung), S9-Follikel (oben), S10A-Follikel (Mitte), S10B-
Follikel (unten). Starke Fluoreszenz deutet auf hohe Kanal-Konzentration hin (s. Farbskala links). B: Aus 
den Fluoreszenzfärbungen abgeleitetes, vereinfachtes Modell des Ca2+-Kanal-Verteilungsmusters in S9-
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S10B. S9 (oben), S10A (Mitte), S10B (unten). Diejenigen Follikelzelltypen, in denen Typ-L Ca2+-Kanäle 
verstärkt nachweisbar sind, sind grün eingefärbt. In S9 und S10A sind die Kanäle verstärkt in 
zentripetalen (zFC/cFC), terminalen (tFC) und gestreckten (sFC) Follikelzellen sowie in Grenzzellen (BC) 
nachweisbar. In S10B weist jeweils eine Seite des Follikelzellepithels eine höhere Konzentration von Typ-
L Ca2+-Kanälen auf. Dies betrifft die zentripetalen Follikelzellen (zFC/cFC), die Hauptkörperfollikelzellen 
(mFC), die gestreckten Follikelzellen (sFC) und die terminalen Follikelzellen (tFC) auf der einen Seite 
(meist ventral), während die zentripetalen Follikelzellen, die Hauptkörperfollikelzellen und die 
gestreckten Follikelzellen auf der gegenüberliegenden Seite weniger Typ-L Ca2+-Kanäle aufweisen.   
3.5 Nachweis von Na+-Kanälen und Na+,H+-Antiportern durch 
Amilorid-FL 
Für den Nachweis von Na+-Kanälen und Na+,H+-Antiportern wurde der fluoreszierende 
Inhibitor Amilorid-FL eingesetzt, der an beide Ionentransportmechanismen bindet und durch 
Fluoreszenz ihre Lokalisation anzeigt. Ähnlich wie bei der Verapamil-FL-Färbung (Kap. 3.4) 
ist es möglich, dass Amilorid-FL verstärkt Na+-Kanäle und Na+,-H+-Antiporter in bestimmten 
Konformationszuständen markiert. Somit kann nicht eindeutig geklärt werden, ob die 
Fluoreszenzfärbung das tatsächliche Verteilungsmuster der Ionentransporter anzeigt oder ob 
sie eher ein Aktivitätsmuster abbildet. In der folgenden Darstellung der Ergebnisse wird das 
Fluoreszenzmuster als Verteilungsmuster beider Ionentransporter interpretiert.  
Neben den Fluoreszenzfärbungen mit Amilorid-FL wurden Kontrollexperimente 
durchgeführt, bei denen die Follikel zunächst mit unmarkiertem Amilorid vorinkubiert 
wurden. Die Ergebnisse der Kontrollexperimente sind im Anhang dargestellt. 
Die gefundenen Verteilungsmuster in prävitellogenen Follikelstadien unterscheiden sich stark 
von denen in vitellogenen Follikelstadien. Während Na+-Kanäle und Na+,H+-Antiporter in 
prävitellogenen Stadien punktuell an den apikalen Follikelzellmembranen nachweisbar sind 
(Abb. 44 A), findet man sie ab S9 gleichmäßig verteilt in den apikalen Follikelzellmembranen 
und im Cytoplasma der Nährzellen. Dabei zeigen sich auffällige anteroposteriore Gradienten, 
bei welchen Na+-Kanäle und Na+,H+-Antiporter verstärkt in den anterior gelegenen 
Nährzellen nachweisbar sind, während ein Nachweis in den posterioren, an die Oozyte 
grenzenden Nährzellen kaum möglich ist. Die charakteristischen Verteilungsmuster von Na+-
Kanälen und Na+,H+-Antiportern sind in Abb. 44 für prävitellogene und vitellogene 
Follikelstadien zusammengefasst. In den vitellogenen Stadien liegt ein besonderes 
Augenmerk auf den asymmetrischen Verteilungsmustern innerhalb der Nährzellpopulation. 
Auf Grund der starken Unterschiede in der Fluoreszenzintensität kommt es zu 
Überbelichtungen, die eine exakte Lokalisation der Ionentransportmechanismen inerhalb der 
Zellen und an den Membranen erschweren. 
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Abbildung 44: Nachweis von Na+-Kanälen und Na+,H+-Antiportern in prävitellogenen und vitellogenen 
Follikelstadien. 
Weitfeldfluoreszenzmikroskopische Aufnahmen von Amilorid-FL-Färbungen prävitellogener Follikel (A) 
und vitellogener Follikel (B-E).  A: S3, S5 und S7, Na+-Kanäle und Na+,H+-Antiporter sind punktuell an 
den apikalen Follikelzellmembranen nachweisbar (Pfeil). B: S9, C: S10A, D: S10B, E: S11, Na+-Kanäle 
und Na+,H+-Antiporter sind an den apikalen Follikelzellmembranen (Pfeil) nachweisbar sowie im 
Cytoplasma der Oozyte und der Nährzellen (NC), wo sie verstärkt in den anterior gelegenen Nährzellen 
(aNC) vorkommen. Ihre Konzentration nimmt zu den posterior gelegenen Nährzellen (pNC) hin ab. Oo: 
Oozyte, FC: Follikelzellen. 
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Zusammenfassung der Verteilungsmuster von Na+-Kanälen und Na+,H+-Antiportern in 
den Stadien 9 bis 10B 
Das Verteilungsmuster von Na+-Kanälen und Na+,H+-Antiportern in S9 bis S10B, wie es mit 
Hilfe von Amilorid-FL gezeigt wurde, ist in Abb. 45 vereinfacht und schematisiert 
zusammengefasst. 
 
 
Abbildung 45: Vereinfachte Darstellung des Verteilungsmusters von Na+-Kanälen und Na+,H+-
Antiportern im Follikelzellepithel und in den Nährzellen zwischen S9 und S10B.  
A: Fluoreszenzmikroskopischer Nachweis von Na+-Kanälen und Na+,H+-Antiportern mittels Amilorid-FL 
(WFM, Aufnahmen in der ImageJ-Falschfarbendarstellung), S9-Follikel (oben), S10A-Follikel (Mitte), 
S10B-Follikel (unten). Starke Fluoreszenz deutet auf hohe Kanal-Konzentration hin (s. Farbskala links). 
B: Aus den Fluoreszenzfärbungen abgeleitetes, vereinfachtes Modell des Verteilungsmusters von Na+-
Kanälen und Na+,H+-Antiportern in S9-S10B. S9 (oben), S10A (Mitte), S10B (unten). Die Zellen, in denen 
Na+-Kanäle und Na+,H+-Antiporter verstärkt nachweisbar sind, sind blauviolett eingefärbt. Na+-Kanäle 
und Na+,H+-Antiporter sind in vitellogenen Stadien in den apikalen Follikelzellmembranen nachweisbar 
sowie im Cytoplasma der Nährzellen (NC), wo sie verstärkt in anterior gelegenen Nährzellen vorkommen. 
Ihre Konzentration nimmt nach posterior hin ab. In der schematisierten Darstellung ist die Fluoreszenz in 
der Oozyte nicht berücksichtigt. Ooc: Oozyte, BC: Grenzzellen, zFC/cFC: zentripetale Follikelzellen, 
mFC: Hauptkörperfollikelzellen, tFC: terminale Follikelzellen, PC: Polarzellen. 
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3.6 Beeinflussung des Membranpotentials durch Inhibition von Na+-
Kanälen und Na+,H+-Antiportern 
Um den Beitrag der Amilorid-sensitiven Na+-Kanäle und Na+,H+-Antiporter zum 
Membranpotential untersuchen zu können, wurden Experimente durchgeführt, bei denen als 
Inhibitor nichtfluoreszierendes Amilorid in Kombination mit dem potentiometrischen 
Farbstoff DiBAC4 eingesetzt wurde. Die Inhibition der Ionentransporter führte zu einer 
deutlichen Hyperpolarisation der Membranpotentiale, insbesondere innerhalb der Nährzellen 
vitellogener Follikelstadien. Die Ergebnisse der Inhibitionsexperimente sind in Abb. 46 und 
Abb. 47 am Beispiel von S10B-Follikeln zusammenfassend dargestellt. Beim direkten 
Vergleich der DiBAC4-Fluoreszenz unbehandelter und Amilorid-behandelter Follikel (Abb. 
46) fällt in allen Entwicklungsstadien und in allen Zelltypen eine geringere 
Fluoreszenzintensität (d. h., eine Hyperpolarisation) bei den inhibierten Follikeln auf. Daraus 
folgt, dass die Inhibition von Na+-Kanälen und Na+,H+-Antiportern stadienunabhängig zu 
hyperpolarisierten Membranpotentialen in den verschiedenen Zelltypen des Follikels führt.  
 
 
Abbildung 46: Einfluss von Na+-Kanälen und Na+,H+-Antiportern auf die Membranpotentiale in S10B. 
DiBAC4-Färbungen an einem Amilorid-inhibierten und einem nicht inhibierten S10B-Follikel, WFM, 
gleiche Belichtungszeiten. A: Kontrollfollikel ohne Amilorid, Fluoreszenzaufnahme (oben) und Wasabi-
Falschfarbendarstellung (unten). B: Mit Amilorid behandelter Follikel, Fluoreszenzaufnahme (oben) und 
Wasabi-Falschfarbendarstellung (unten). Die Inhibition von Na+-Kanälen und Na+,H+-Antiportern durch 
Amilorid führt zu einer Hyperpolarisation in Nährzellen (NC), in Follikelzellen (FC) und in der Oozyte 
(Oo) von bis zu 35 mV. Falschfarbenskala rechts, jede Farbstufe entspricht einer Änderung des 
elektrischen Potentials von ca. 7 %. 
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Die Hyperpolarisation konnte, besonders in den Nährzellen, experimentell direkt verfolgt 
werden. Mit Hilfe der Perfusionskammer wurde die Wirkung von Amilorid auf das 
Membranpotential in einzelnen Follikeln untersucht (Abb. 47). Die Inhibition von Na+-
Kanälen und Na+,H+-Antiportern führt in vitellogenen Stadien zu einer Hyperpolarisation in 
den Nährzellen. In der quantitativen Auswertung der Inhibitionsexperimente mit OriginPro8G 
ergab sich für S10B-Follikel eine mittlere Abnahme der Fluoreszenzintensität in den 
Nährzellen von 21 % (n=8). Dies entspricht einer Hyperpolarisation der Nährzellen von ca. 21 
mV aufgrund der Inhibition von Na+-Kanälen und Na+,H+-Antiportern. Im Bereich der 
Oozyte führt die Inhibition mit Amilorid zu keiner signifikanten Fluoreszenzänderung. Abb. 
47 fasst die Auswertung der Inhihitionsexperimente mit OriginPro8G am Beispiel eines 
S10B-Follikels zusammen. 
 
 
Abbildung 47: Einfluss von Na+-Kanälen und Na+,H+-Antiportern auf die Membranpotentiale in S10B.  
A: Beispiel eines S10B-Follikels vor (oben) und nach (unten) Inhibition mit Amilorid (ImageJ-
Falschfarbendarstellung, Falschfarbenskala rechts). B: OriginPro8G-Graustufenmatrix mit 
Intensitätsprofil vor (links) und nach (rechts) Inhibition mit Amilorid. Die gelbe Linie zeigt jeweils die 
Schnittebene für den Intensitätsplot an. C: Beide Intensitätsplots im Vergleich (X- und Y-Achse 
normalisiert). Die Gabe von Amilorid führt im Nährzellbereich zu einer Reduktion der 
Fluoreszenzintensität von 18 %; dies entspricht einer Hyperpolarisation von ca. 18 mV. 
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3.7 Nachweis von Glibenclamid-sensitiven K+-Kanälen 
Mit Hilfe des fluoreszierenden Inhibitors Glibenclamid-TR wurde das stadienspezifische 
Verteilungsmuster von ATP-abhängigen K+-Kanälen ermittelt. Im Rahmen einer 
Diplomarbeit [Krüger, 2007] wurde bereits die Lokalisation dieser Kanäle in den einzelnen 
Zelltypen des Ovarfollikels dargestellt und diskutiert. Die Kanäle konnten in lateralen und 
apikalen Follikelzellmembranen prävitellogener und vitellogener Follikelstadien 
nachgewiesen werden, in vitellogenen Stadien auch in Nährzellmembranen. Im Germarium 
zeigte sich ein verstärkter Nachweis in der anterioren Region. Neben dem Nachweis in 
Cytoplasmamembranen wurden ATP-abhängige K+-Kanäle auch in den Membranen des 
endoplasmatischen Retikulums gefunden. Die wichtigsten Ergebnisse sind in Abb. 48 
zusammengefasst. Die Ergebnisse der entsprechenden Kontrollexperimente nach 
Vorinkubation mit unmarkiertem Glibenclamid finden sich im Anhang. 
Abbildung 48: Nachweis von ATP-abhängigen K+-Kanälen in den einzelnen Zelltypen prävitellogener und 
vitellogener Follikelstadien (aus Krüger, 2007).  
A-F: WFM, Glibenclamid-TR-Färbungen. A: Germarium, in der anterioren Region (aGE) sind verstärkt 
ATP-abhängige K+-Kanäle nachweisbar. B, C: S7, in prävitellogenen Stadien können ATP-abhängige K+-
Kanäle in den lateralen (Pfeil) und apikalen Follikelzellmembranen nachgewiesen werden, außerdem 
innerhalb von ER-Strukturen (B, Stern). D: S9, Aufsicht auf das Follikelzellepithel, ATP-abhängige K+-
Kanäle liegen in lateralen Follikelzellmembranen (Pfeil) vor. E: S10A, Nachweis von ATP-abhängigen K+-
Kanälen in lateralen und apikalen Follikelzellmembranen (Pfeil). F: S10B, Nachweis von ATP-abhängigen 
K+-Kanälen in den Nährzellmembranen (Pfeil). Maßstabsbalken in B, D: 5µm, in A, C, E, F: 10µm, FC: 
Follikelzellen, Oo: Oozyte, NC: Nährzellen. 
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Bei den in der vorliegenden Arbeit durchgeführten Experimenten mit Glibenclamid-TR wurde 
besonderes Augenmerk auf die Verteilungsmuster von ATP-abhängigen K+-Kanälen im 
gesamten Follikel gelegt. Hierzu wurde bei schwächeren Vergrößerungen mikroskopiert, um 
einen besseren Überblick zu erhalten. Aufgrund von starken Fluoreszenzunterschieden 
innerhalb des Follikels kommt es zu Überbelichtungen in stark fluoreszierenden Bereichen. 
Hier kann die Fluoreszenz nicht exakt einzelnen Bereichen des Cytoplasmas oder der 
Cytoplasmamembranen zugeordnet werden. In Bereichen mit schwächerer 
Fluoreszenzintensität erkennt man, dass Glibenclamid-TR sowohl im Cytoplasma als auch an 
den Cytoplasmamembranen vorliegt. Es treten insbesondere im Follikelzellepithel gut 
reproduzierbare, stadienspezifische Fluoreszenzmuster auf, die hier als Verteilungsmuster von 
ATP-abhängigen K+-Kanälen interpretiert werden. Besonders auffällig sind diese Muster in 
den Follikelzellen prävitellogener Stadien sowie in den vitellogenen Stadien 8 und 9.  
In allen prävitellogenen Stadien (Abb. 49) findet sich eine Ungleichverteilung der Kanäle im 
Follikelzellepithel, wobei in unterschiedlich großen Bereichen vermehrt ATP-abhängige K+-
Kanäle nachgewiesen werden können. Lokalisation und Größe dieser Bereiche variieren 
zwischen den untersuchten Follikeln, insbesondere in den frühen Follikelstadien. In reiferen 
prävitellogenen Stadien (S7) sind ATP-abhängige K+-Kanäle vermehrt auf einer Seite des 
Follikels nachweisbar. Diese Zone beginnt im Übergangsbereich von Oozyte und Nährzellen 
und erstreckt sich bis zum anterioren Ende des Follikels. Die Glibenclamid-TR-
Fluoreszenzmuster prävitellogener Stadien sind in Abb. 49 anhand eines S2- und eines S7- 
Follikels zusammenfassend dargestellt. Neben der Fluoreszenzaufnahme ist jeweils die 
ImageJ-Falschfarbendarstellung gezeigt, um die gefundenen Fluoreszenzmuster deutlicher 
hervorzuheben. 
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Abbildung 49: Nachweis von ATP-abhängigen K+-Kanälen in prävitellogenen Follikelstadien. 
Glibenclamid-TR-Färbungen; A, A´: S2; B, B´: S7. A, B: ApoTome-Originalaufnahme, A´, B´: ImageJ-
Falschfarbendarstellung. Innerhalb des Follikelzellepithels ist eine Ungleichverteilung der Kanäle 
erkennbar, wobei in unterschiedlich großen Bereichen vermehrt ATP-abhängige K+-Kanäle vorliegen. 
Dies lässt sich an den starken Intensitätsunterschieden der Glibenclamid-TR-Fluoreszenz ablesen.  Ab S7 
sind ATP-abhängige K+-Kanäle vermehrt auf einer Seite des Follikels nachweisbar, beginnend im 
Übergangsbereich von Oozyte und Nährzellen (Pfeil) bis hin zum anterioren Ende des Follikels. In allen 
prävitellogenen Stadien tritt eine punktförmige Fluoreszenz mittig zwischen den Nährzellen auf (Stern). 
FC: Follikelzellen, NC: Nährzellen, Oo: Oozyte. 
 
Auch in den vitellogenen Stadien 8 und 9 zeigt Glibenclamid-TR sehr charakteristische 
Fluoreszenzmuster, die als Verteilungsmuster von ATP-abhängigen K+-Kanälen interpretiert 
werden. Im optischen Medianschnitt sind die Kanäle vermehrt in denjenigen Follikelzellen 
nachweisbar, die dorsal, in direkter Nachbarschaft zum Oozytenkern liegen. Besonders stark 
ist der Nachweis in den entsprechenden zentripetalen Follikelzellen und in den 
Hauptkörperfollikelzellen. Im übrigen Follikelzellepithel ist der Nachweis von ATP-
abhängigen K+-Kanälen deutlich schwächer ausgeprägt. Innerhalb der Oozyte lässt sich 
häufig am Oozytenkern ein fluoreszierender, punktförmiger  Bereich nachweisen. Im 
Oolemma sind ATP-abhängige K+-Kanäle ebenfalls dorsal, in der Nähe  des Oozytenkerns 
stärker vertreten. Weiterhin fällt in den Stadien S8 bis S10A eine verstärkte Konzentration 
von ATP-abhängigen K+-Kanälen um die Ringkanäle auf. Die wesentlichen Merkmale sind in 
Abb. 50A anhand eines frühen S9-Follikels exemplarisch dargestellt.  
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In den folgenden Stadien S10A und S10B findet man häufig eine dorsoventrale Asymmetrie 
der Verteilung von ATP-abhängigen K+-Kanälen, bei der auf einer Seite, meist der 
Dorsalseite, des Follikels deutlich mehr Kanäle nachweisbar sind als auf der anderen Seite. 
Die dorsoventrale Polarität konnte allerdings nicht in jedem Fall eindeutig geklärt werden. 
Dargestellt ist dieses Phänomen in Abb. 50B exemplarisch anhand eines S10A-Follikels. In 
späteren Entwicklungsstadien (S11) fällt vor allem ein schwächerer Nachweis von ATP-
abhängigen K+-Kanälen in den Follikelzellen im Bereich der sich entwickelnden 
Dorsalfilamente auf (Abb. 50C). 
 
 
Abbildung 50: Nachweis von ATP-abhängigen K+-Kanälen in vitellogenen Follikelstadien.  
Glibenclamid-TR-Färbungen; A, A´: S9; B, B´: S10A; C, C´: S11; A, B, C: ApoTome Originalaufnahme; 
A´, B´, C´: ImageJ-Falschfarbendarstellung. A, A´: Verstärkter Nachweis von ATP-abhängigen K+-
Kanälen in zentripetalen Follikelzellen (cFC) und in den Hauptkörperfollikelzellen (mFC) dorsal, in der 
Nähe des Oozytenkerns, außerdem innerhalb der Oozyte und am Oolemma im Bereich des Oozytenkerns.  
Verstärkte Konzentration von ATP-abhängigen K+-Kanälen um die Ringkanäle (Stern). B, B´: 
Asymmetrische Verteilung von ATP-abhängigen K+-Kanälen entlang der dorsoventralen Follikelachse. 
Die eine Seite weist eine deutlich stärkere Fluoreszenz auf (Pfeil). C, C´: In S11 liegen in den Follikelzellen 
im Bereich der sich entwickelnden Dorsalfilamente (DF) weniger ATP-abhängige K+-Kanäle als im 
übrigen Follikelzellepithel vor. FC: Follikelzellen, NC: Nährzellen, Oo: Oozyte. 
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Zusammenfassung der Verteilungsmuster von ATP-abhängigen K+-Kanälen in den 
Stadien 9 bis 10B 
Das Verteilungsmuster von ATP-abhängigen K+-Kanälen in S9 bis S10B, wie es mit Hilfe 
von Glibenclamid-TR gezeigt wurde, ist in Abb. 51 vereinfacht und schematisiert 
zusammengefasst. 
 
 
Abbildung 51: Vereinfachte Darstellung des Verteilungsmusters von ATP-abhängigen K+-Kanälen im 
Follikelzellepithel zwischen S9 und S10B.  
A: Fluoreszenzmikroskopischer Nachweis von ATP-abhängigen K+-Kanälen mittels Glibenclamid-TR 
(ApoTome-Aufnahmen in der ImageJ-Falschfarbendarstellung, früher S9-Follikel (oben), S9/10A-Follikel 
(Mitte), S10A/10B-Follikel (unten). Starke Fluoreszenz deutet auf hohe Kanal-Konzentration hin (s. 
Farbskala links). B: Aus den Fluoreszenzfärbungen abgeleitetes, vereinfachtes Modell des 
Verteilungsmusters von ATP-abhängigen K+-Kanälen in S9-S10B. S9 (oben), S10A (Mitte), S10B (unten). 
Die Follikelzellen, in denen ATP-abhängige K+-Kanäle verstärkt nachweisbar sind, sind türkis eingefärbt. 
In S9 und S10A liegen ATP-abhängige K+-Kanäle verstärkt (meist) auf der Dorsalseite (im Bereich des 
Oozytenkerns) in den zentripetalen Follikelzellen (zFC/cFC) und den Hauptkörperfollikelzellen (mFC) 
vor. In S10B weist das gesamte Follikelzellepithel auf einer Seite (meist der Dorsalseite) eine erhöhte 
Konzentration von ATP-abhängigen K+-Kanälen auf. Oo: Oozyte, NC: Nährzellen, BC: Grenzzellen, PC: 
Polarzellen, tFC: terminale Follikelzellen. 
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4 Diskussion 
 
4.1 DiBAC4: Elektrische Potentiale im Verlauf der Oogenese 
In der vorliegenden Arbeit wurde mit Hilfe des potentiometrischen Farbstoffs DiBAC4 ein 
detailliertes Bild der elektrischen Potentiale im sich entwickelnden Ovarfollikel von 
Drosophila melanogaster erstellt. Die verwendete Methode bietet drei wesentliche Vorteile 
gegenüber dem Einsatz von Ableitelektroden. Zum einen konnten so erstmalig die 
elektrischen Potentiale der Follikelzellen untersucht werden, die aufgrund ihrer geringen 
Zellgröße kaum mit Hilfe von Elektroden abzuleiten sind. Somit sind nun auch Aussagen über 
die elektrischen Potentialverhältnisse im Follikelzellepithel möglich. Des Weiteren 
ermöglichte die Verwendung von DiBAC4 die Untersuchung der elektrischen Potentiale an 
mehreren Stellen des Follikels zum gleichen Zeitpunkt. Auf diese Weise konnten regionale, 
stadienspezifische Potentialmuster, insbesondere innerhalb des Follikelzellepithels, 
beobachtet werden. Ein weiterer wichtiger Vorteil der verwendeten Methode liegt in der 
Möglichkeit, Potentialunterschiede in ein und derselben Zelle zu erkennen, so dass innerhalb 
einzelner Follikelzellen, Nährzellen oder in der Oozyte Bereiche unterschiedlichen Potentials 
beschrieben werden konnten.  
 
Die Verwendung von R14-Medium [Robb, 1969; Bohrmann, 1991b] garantierte in den 
durchgeführten In-vitro-Experimenten bestmögliche physiologische Bedingungen. Durch 
Analyse der In-vitro-Entwicklung von S10B bis S14 konnte eine eventuell toxische Wirkung 
von DiBAC4 ausgeschlossen werden.  
Die gefundenen elektrischen Potentiale können aus technischen Gründen nicht als absolute 
Werte angegeben werden, da eine Kalibrierung der Fluoreszenzintensität des Farbstoffs nicht 
möglich ist. Für eine quantitative Auswertung wurde der in der Literatur beschriebene lineare 
Zusammenhang zwischen Membranpotential und DiBAC4-Fluoreszenzintensität angewandt, 
wobei eine 1%ige Änderung der Fluoreszenzintensität in etwa einem Potentialunterschied von 
1 mV entspricht [Bräuner et al. 1984].   
Einige Schwierigkeiten beim Einsatz der DiBAC4-Methode ergaben sich aufgrund der Größe 
der untersuchten Präparate. So erwies sich bei Verwendung der 
Weitfeldfluoreszenzmikroskopie (WFM) eine exakte Zuordnung der gefundenen 
Fluoreszenzmuster zu einzelnen Zellen als problematisch. Besonders im Bereich der Oozyte, 
wo das Präparat den größten Durchmesser aufweist, trat starke Überstrahlung aus Bereichen 
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unter- und oberhalb der jeweiligen Fokusebene in Erscheinung, die es unmöglich machte, den 
Ursprung der Fluoreszenz eindeutig den Follikelzellen oder der Oozyte zuzuordnen. Zudem 
wurde die Auswertung durch die Eigenfluoreszenz des Dotters bei Anregung im UV- und 
Blau-Bereich erschwert. Durch das Erstellen von optischen Schnitten am Laser-Scanning-
Mikroskop (LSM) oder mit Hilfe der ApoTome-Technik konnte das Überstrahlungsproblem 
jedoch größtenteils gelöst werden. Eine weitere Schwierigkeit bei der Auswertung ergab sich 
aus den Größenunterschieden der verschiedenen Zelltypen im Ovarfollikel. Da die DiBAC4-
Fluoreszenz auch von der Zellgröße abhängig ist, konnten lediglich die 
Fluoreszenzeigenschaften der Follikelzellen bzw. der Nährzellen untereinander verglichen 
werden. Deshalb können auch keine genauen Aussagen zu Potentialdifferenzen zwischen 
Nährzellen und Oozyte, zwischen Follikelzellen und Oozyte oder zwischen Nährzellen und 
Follikelzellen getroffen werden. Eine dritte Schwierigkeit bei der Beurteilung der gefundenen 
Phänomene liegt in einer exakten Bestimmung der räumlichen Orientierung. So konnte die 
Ausrichtung der dorsoventralen Achse nicht für alle untersuchten Follikel eindeutig geklärt 
werden, was eine Zuordnung der beschriebenen Potentialmuster zu den räumlichen 
Koordinaten erschwert.  
 
Die Hauptmerkmale der elektrischen Potentiale, wie sie für prävitellogene und vitellogene 
Stadien gezeigt wurden, können wie folgt zusammengefasst werden: 
 
Potentialeigenschaften prävitellogener Ovarfollikel: 
1. Innerhalb der Follikelzellen besteht ein Potentialgradient von 25-50 mV zwischen 
apikalen Zellbereichen (depolarisiert) und basalen Zellbereichen (hyperpolarisiert). 
Mit zunehmendem Follikelalter bis S7 verringert sich dieser Gradient. 
2. Die posterioren Polarzellen sind in Relation zu den benachbarten Follikelzellen stärker 
depolarisiert. 
3. Die Oozyte erscheint im Vergleich zu den Nährzellen depolarisiert; sie weist ein 
einheitliches intrazelluläres Potential auf. 
4. Innerhalb der Nährzellen finden sich Bereiche, die starke Unterschiede des 
intrazellulären Potentials aufweisen und sich über die Grenzen benachbarter Zellen 
hinweg erstrecken. Dabei sind stärker depolarisierte Bereiche häufig in der Nähe des 
Nährzellkerns zu finden. 
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Potentialeigenschaften vitellogener Ovarfollikel: 
1. In S8 und S9 besteht innerhalb der Oozyte ein intrazellulärer Potentialgradient
zwischen posteriorem Bereich (Depolarisation) und anteriorem Bereich
(Hyperpolarisation). Es kann allerdings nicht ausgeschlossen werden, dass die starke
Fluoreszenz am posterioren Pol zum Teil auf depolarisierte Vesikel zurückzuführen
ist.
2. Innerhalb der Follikelzellen kehrt sich der intrazelluläre Potentialgradient um. Ab S9
ist die apikale Seite der Follikelzellen hyperpolarisiert in Relation zur basalen Seite.
3. S9-Follikel weisen Potentialgradienten zwischen anterioren Nährzellen (depolarisiert)
und posterioren Nährzellen (hyperpolarisiert) auf.
4. In den Stadien S9-S10A zeigt das Follikelzellepithel in den verschiedenen Zelltypen
entlang der anteroposterioren Follikelachse ein sehr charakteristisches
Membranpotentialmuster. Terminale, zentripetale und die meisten gestreckten
Follikelzellen sind depolarisiert, während die Gruppe der dazwischen liegenden
Hauptkörperfollikelzellen hyperpolarisiert ist. Innerhalb der einzelnen
Hauptkörperfollikelzellen besteht ein apikobasaler Potentialgradient (die apikale Seite
ist hyperpolarisiert).  Polarzellen und Grenzzellen sind stark depolarisiert.
5. S10B- und S11-Follikel zeigen ein charakteristisches Potentialmuster entlang der
transversalen Achse. Die terminalen Follikelzellen sowie die
Hauptkörperfollikelzellen, die zentripetalen Follikelzellen und die gestreckten
Follikelzellen auf einer Seite, in den meisten Fällen der ventralen Seite, sind
depolarisiert, während die Hauptkörperfollikelzellen und die zentripetalen
Follikelzellen auf der anderen Seite hyperpolarisiert sind. In S10B beträgt dieser
Potentialunterschied im apikalen Bereich der zentripetalen Follikelzellen im Mittel 23
mV.
6. Ab S11 depolarisieren die Nährzellen zunehmend.
7. Ab S12 bilden die terminalen Follikelzellen eine depolarisierte Kappe. Im Bereich der
entstehenden Dorsalfilamente sind die Follikelzellen ebenfalls depolarisiert.
Die reproduzierbare Stadienspezifität, mit der die Potentialmuster auftreten, deutet darauf hin, 
dass die Membranpotentiale im sich entwickelnden Ovarfollikel räumlich und zeitlich aktiv 
reguliert werden. Für die Entstehung intrazellulärer Spannungsgradienten, wie sie hier für die 
Follikelzellen oder die Oozyte (S8 und S9) gezeigt wurden, sind Modifikationen auf zellulärer 
Ebene erforderlich. Um Zellverbände mit gleichen Potentialeigenschaften, wie hier z. B. die 
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terminalen Follikelzellen, die Hauptkörperfollikelzellen etc., zu generieren, müssen außerdem 
Regulationsprozesse auf der Ebene von Zellverbänden stattfinden.  
 
4.1.2 Bioelektrische Phänomene im Ovarfollikel 
Die in der vorliegenden Arbeit beschriebenen Potentialverhältnisse ergänzen die Ergebnisse 
bisheriger Untersuchungen zu biolektrischen Phänomenen im Ovarfollikel von Drosophila 
insbesondere hinsichtlich der Eigenschaften des Follikelzellepithels. Neben extrafollikulären 
Strömen [Overall und Jaffe, 1985; Bohrmann et al., 1986a] und einem bisher umstrittenen 
Potentialgradienten zwischen Nährzellen und Oozyte [Bohrmann et al., 1986b; Bohrmann und 
Gutzeit, 1987; Woodruff et al., 1988; Sun und Wyman, 1993; Bohrmann und Schill, 1997] 
zeigen die Ovarfollikel im Follikelzellepithel charakteristische, stadienspezifische 
Potentialmuster, wobei die Spannungsunterschiede zwischen einzelnen Follikelzellen bis zu 
50 mV betragen können.  
Es ist denkbar, dass die von Overall und Jaffe [1985] und Bohrmann et al. [1986a] 
beschriebenen extrafollikulär verlaufenden Stromschleifen teilweise das Resultat elektrischer 
Felder sind, die aufgrund von Spannungsgradienten im Follikelzellepithel bestehen. Eine 
eindeutige Zuordnung zwischen Spannungsgradienten und Stromschleifen ist allerdings mit 
den vorliegenden Daten nicht möglich. Auch die Frage nach einem möglichen 
Potentialgradienten zwischen Oozyte und Nährzellen [Bohrmann et al., 1986b; Woodruff et 
al., 1988; Sun und Wyman, 1993] kann mit Hilfe der hier angewandten DiBAC4-Methode 
nicht abschließend geklärt werden, da die Fluoreszenzintensitäten beider Zelltypen aufgrund 
des Größenunterschieds nicht vergleichbar sind. Allerdings deutet das DiBAC4-
Fluoreszenzmuster darauf hin, dass sich die elektrischen Potentiale benachbarter Nährzellen 
unterscheiden können, wie dies bereits von Bohrmann et al. [1986b] beschrieben wurde. In 
einigen untersuchten Follikeln fand sich in den Stadien 9 und 10A ein Potentialgradient 
zwischen anterioren Nährzellen (depolarisiert) und posteriorioren Nährzellen 
(hyperpolarisiert). Die Polarität dieses Gradienten würde einem von Woodruff et al. [1988] 
postulierten elektrophoretischen Transport negativ geladener Moleküle in posteriorer 
Richtung (von den Nährzellen zur Oozyte) widersprechen. Die lokalen Potentialunterschiede 
innerhalb einzelner Nährzellen und in den Grenzregionen benachbarter Nährzellen könnten 
allerdings den intra- und interzellulären Transport geladener Moleküle durch die Ringkanäle 
hindurch lokal beeinflussen. 
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4.1.2 Mögliche Bedeutung der Potentialmuster für die Oogenese 
Die weit reichende Bedeutung des Membranpotentials für zahlreiche Entwicklungs- und 
Regenerationsprozesse wurde bereits in mehreren Übersichtsartikeln dargestellt [z. B.: 
McCaig et al., 2005; Levin, 2007a; Campetelli et al., 2012]. Das (Ruhe-)Membranpotential, 
dessen Wert in verschiedenen Zelltypen im Bereich von -10 bis -150 mV liegt [Levin, 2012], 
kann zahlreiche biologische Prozesse auf unterschiedlichsten Ebenen beeinflussen und wird 
durch die Aktivität von Ionenkanälen und Ionenpumpen dynamisch reguliert [Campetelli et 
al., 2012].  
Besonders auffällig an den in der vorliegenden Arbeit ermittelten Potentialverhältnissen ist, 
dass sie in großen Teilen Muster im Ovarfollikel widerspiegeln, die auch auf morphologischer 
und/oder molekularer Ebene beschrieben wurden. Spezialisierungen von Zellen, wie die der 
Oozyte innerhalb der Gruppe der Keimbahnzellen oder diejenigen verschiedener 
Follikelzelltypen, finden auf der Ebene der elektrischen Potentiale ihre Entsprechungen. So ist 
die posterior liegende Oozyte in prävitellogenen Follikelstadien deutlich von den übrigen 
Keimbahnzellen (Nährzellen) auf Grund ihrer Depolarisation unterschieden. Die auffälligste 
Entsprechung von Potentialmustern und morphologischen Mustern findet sich im 
Follikelzellepithel. Das einschichtige Follikelzellepithel, welches den gesamten Ovarfollikel 
umgibt, wird im Verlauf der Oogenese in anteroposteriorer und dorsoventraler Richtung in 
verschiedene spezialisierte Zellpopulationen unterteilt [z. B. González-Reyes und St. 
Johnston, 1998; Xi et al., 2003]. Diese regionale Spezifizierung spielt eine entscheidende 
Rolle bei verschiedenen Funktionen, die vom Follikelzellepithel übernommen werden, wie 
etwa die zeitlich und räumlich organisierte Sekretion der Eihüllen [Cavaliere et al., 2008], der 
Austausch von musterbildenden Signalen mit der Oozyte [Roth und Lynch, 2009] und der 
Transport von Dotterproteinen aus der Hämolymphe in die Oozyte [Montell, 2003]. Die 
Spezifizierung vollzieht sich dabei auf morphologischer, cytologischer und molekularer 
Ebene in Form von Formveränderungen und Migrationsprozessen, dynamischen 
Veränderungen des Cytoskeletts [Theurkauf et al., 1992] und Veränderungen in der 
Genexpression [Müller, 2000]. Die Musterbildung geht zunächst von den anterioren und 
posterioren Polarzellen aus [Grammont und Irvine, 2002; Xi et al., 2003] und wird über 
unterschiedliche Signalwege vermittelt, die zwischen den verschiedenen 
Follikelzellpopulationen und zwischen der Oozyte und den Follikelzellen aktiv sind. Hierzu 
gehören unter anderem Notch- [Grammont und Irvine, 2002], EGFR-, BMP- und Dpp-Signale 
[Yakoby et al., 2008] und der JAK/STAT-Signalweg [Xi et al., 2003].   
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Auf welche Weise die in der vorliegenden Arbeit gezeigten Potentialmuster an der Entstehung 
oder Aufrechterhaltung der spezialisierten Follikelzellfunktionen beteiligt sind, kann hier 
nicht geklärt werden. Die deutlichen Unterschiede in den Potentialeigenschaften von 
terminalen Follikelzellen, zentripetalen Follikelzellen, gestreckten Follikelzellen und 
Hauptkörperfollikelzellen, die starke Depolarisation der Polar- und Grenzzellen (in S9-S10A) 
und die dorsoventralen Potentialunterschiede in S10B deuten allerdings darauf hin, dass die 
exakte Regulation der elektrischen Potentiale wesentlichen Einfluss auf die anteroposteriore 
und dorsoventrale Musterbildung im Ovarfollikel von Drosophila haben könnte. Auch die 
Depolarisation der Follikelzellen, welche die Dorsalfilamente sekretieren, spricht für einen 
Einfluss der elektrischen Potentiale auf die räumlich korrekte Bildung der Eihülle.  
Eine mögliche Bedeutung der elektrischen Signale könnte in der Aktivierung bestimmter 
Signalkaskaden liegen, zum Beispiel über den spannungsgesteuerten Einstrom von Ca2+-
Ionen. So wurden von He et al. [2010] oszillierende Kontraktionen des basalen 
Actomyosinnetzwerks der Follikelzellen beschrieben, welche mit dem Längenwachstum des 
Follikels in Verbindung stehen. Diese Kontraktionen sind wesentlich von der intrazellulären 
Ca2+-Konzentration abhängig. Neben diesem kontrahierenden Netzwerk aus Actinfilamenten 
kommt auch einem polarisierten Netzwerk von Proteinen der extrazellulären Matrix in der 
Basallamina sowie einer Rotationsbewegung des gesamten Follikels entlang der 
anteroposterioren Achse eine entscheidende Bedeutung beim Follikelwachstum zu [Gates, 
2012; Haigo und Bilder, 2011; He et al., 2010]. Elektrische Felder, die aufgrund von 
Ionenströmen und Potentialmustern innerhalb und außerhalb des Follikels entstehen, könnten 
an der Ausrichtung von Proteinen der extrazellulären Matrix beteiligt sein.  
Weitere Bedeutung könnte den Potentialunterschieden bei der Regulation der zahlreichen 
Migrations- und Formveränderungsprozesse zukommen, die im Verlauf der Oogenese 
stattfinden. Besonders interessant könnte in diesem Zusammenhang die Migration der 
Grenzzellpopulation in S9 sein. Die Grenzzellmigration ist ein stark regulierter Prozess, bei 
dem verschiedene Spezifizierungen und Polarisierungen der Zellmembranen und des 
Cytoskeletts auftreten, die über zahlreiche Signale, wie Steroidhormone, Cytokine und 
Wachstumsfaktoren, sowie weitere regulatorische Faktoren vermittelt werden [Montell, 2003; 
Aranjuez et al., 2012].  
Mögliche Regulationsebenen, über welche die gefundenen Potentialmuster die Oogenese 
beeinflussen könnten, sind also allgemein: Aktivierung bestimmter Signalkaskaden, 
Ausrichtung von Cytoskelettstrukturen, Ausrichtung der Proteine der extrazellulären Matrix, 
Zellmigration, Lokalisation bestimmter Morphogene und Rezeptoren und indirekte 
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Beinflussung der Genexpression [McCaig et al., 2005; Campetelli et al., 2012]. Die 
Aufklärung der Funktionen der diversen elektrischen Signale während der Oogenese von 
Drosophila bietet somit noch vielfältige Möglichkeiten für zukünftige Forschungsprojekte. 
 
4.2 5-CFDA,AM: Intrazelluläre pH-Werte im Verlauf der Oogenese 
In der vorliegenden Arbeit gelang es, mit dem fluoreszierenden pH-Indikator 5-CFDA,AM 
stadienspezifische pH-Wert-Muster innerhalb der Nährzellpopulation und im 
Follikelzellepithel von Drosophila nachzuweisen. Die verwendete, nicht invasive Methode 
ermöglichte die Untersuchung der pH-Wert-Verhältnisse in mehreren Zellen zum gleichen 
Zeitpunkt und somit den direkten Vergleich der pH-Werte unterschiedlicher Zellen. Da keine 
Kalibrierung des Fluoreszenzfarbstoffs durchgeführt wurde, können ausschließlich qualitative 
Aussagen zu den intrazellulären pH-Werten, die in der Nähe des Neutralwerts liegen (s. 
Kapitel 2.9), getroffen werden. Aus den gefundenen 5-CFDA,AM-Fluoreszenzmustern 
wurden die folgenden Rückschlüsse auf die pH-Wert-Verhältnisse im sich entwickelnden 
Ovarfollikel gezogen. 
 
Intrazelluläre pH-Werte prävitellogener Ovarfollikel: 
1. Das gesamte Follikelzellepithel weist einen niedrigeren pH-Wert (sauer) auf als die 
Keimbahnzellen. 
2. Den niedrigsten pH-Wert zeigen immer die anterioren und die posterioren Polarzellen. 
3. Innerhalb des Follikelzellepithel treten pH-Wert-Unterschiede zwischen 
verschiedenen Follikelzellgruppen auf, ein einheitliches Muster kann jedoch nicht 
nachgewiesen werden. 
4. Zwischen S2 und S7 weisen alle Keimbahnzellen (Nährzellen und Oozyte) gleiche 
pH-Werte auf, die in Relation zu den Follikelzellen alkalisch sind. 
5. Den höchsten pH-Wert weisen die Nährzellkerne auf. 
 
Intrazelluläre pH-Werte vitellogener Ovarfollikel: 
1. Innerhalb der Nährzellpopulation bildet sich ein anteroposteriorer pH-Wert-Gradient 
aus - mit alkalischen anterioren Nährzellen und sauren posterioren Nährzellen - der in 
S10B voll ausgeprägt ist. Die am weitesten posterior und dorsal gelegene Nährzelle 
weist immer den niedrigsten pH-Wert auf. 
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2. Das Follikelzellepithel erscheint weiterhin saurer als die Keimbahnzellen, jedoch 
treten jetzt spezifische pH-Wert-Muster auf. So wurden in S9 häufig transversale pH-
Wert-Gradienten gefunden, bei denen die eine Follikelhälfte einen deutlich 
basischeren pH-Wert aufweist als die andere. In S10A und S10B unterscheiden sich 
die terminalen Follikelzellen durch einen basischeren pH-Wert von den übrigen 
Follikelzellen. 
3. In der Oozyte sind zahlreiche stark fluoreszierende basische Vesikel nachweisbar, in 
die der Fluoreszenzfarbstoff möglicherweise durch Endozytose aufgenommen wurde. 
Das Ooplasma erscheint dagegen saurer. 
 
4.2.1 Mögliche Bedeutungen der pH-Wert-Muster für die Oogenese 
Ähnlich den intrazellulären Potentialverhältnissen, zeigen sich auch bei den intrazellulären 
pH-Werten zell- und stadienspezifische Muster, welche auf eine aktive räumliche und 
zeitliche Regulation der intrazellulären Protonenkonzentration in einzelnen Zellen und 
Zellpopulationen hinweisen. Eine exakte Regulation des intrazelluläre pH-Werts ist für 
zahlreiche zelluläre Prozesse von großer Bedeutung. Der intrazelluläre pH-Wert beeinflusst 
die Aktivität vieler Enzyme, die Kontraktilität von Actin und Myosin, den Auf- und Abbau 
von Mikrotubuli, den Zellzyklus und die Zellproliferation. Er hat auch Einfluss auf Second-
Messenger-Systeme (z. B. Ca2+-Signale, cyclische Nukleotide) und auf die Leitfähigkeit von 
Ionenkanälen und Gap-Junctions [Busa und Nuccitelli, 1984; Madshus, 1988].  
Aus den zahlreichen, in der Literatur beschriebenen Funktionen ergeben sich Anhaltspunkte, 
auf welche Weise die in der vorliegenden Arbeit gefundenen pH-Wert-Phänomene den 
Verlauf der Oogenese beeinflussen könnten. Als ein besonders auffälliges Phänomen sind hier 
zum einen die Polarzellen in prävitellogenen Stadien zu nennen, die sich durch einen saureren 
pH-Wert von den übrigen Follikelzellen unterscheiden. Die Polarzellen werden früh im 
Verlauf der Oogenese differenziert [Nystul und Spradling, 2010; Vachias et al., 2010]. Anders 
als die übrigen Follikelzellen durchlaufen sie keine mitotischen Teilungen mehr, sondern 
verbleiben in der G2-Phase des Zellzyklus [Shyu et al., 2009]. Die Polarzellen übernehmen 
wesentliche Funktionen bei der Musterbildung im Ovarfollikel von Drosophila, wobei die 
genauen Signalmechanismen, über welche die Schicksale der verschiedenen Follikelzelltypen 
durch die Polarzellen induziert werden, nicht vollständig geklärt sind [Grammont und Irvine, 
2002; Xi et al., 2003; Roth und Lynch, 2009]. Die sehr frühe Unterscheidbarkeit der 
Polarzellen an Hand ihres sauren pH-Werts deutet auf eine mögliche Beteiligung des pH-
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Werts an der Spezifikation der Polarzellen hin. Auch eine Beeinflussung der späteren 
Musterbildung im Follikelzellepithel wäre möglich.  
Ein weiteres auffälliges pH-Wert-Phänomen zeigen die Nährzellen zwischen S8 und S10B. 
Jede Nährzelle scheint ihren pH-Wert unabhängig von den anderen Nährzellen zu regulieren. 
Auf diese Weise entsteht ein Muster, das einem anteroposterioren pH-Wert-Gradienten 
entspricht. Die am weitesten posterior und dorsal gelegene Nährzelle fällt dabei durch ihren 
extrem sauren intrazellulären pH-Wert besonders stark ins Auge. Der pH-Wert-Gradient 
könnte Einfluss auf verschiedene Entwicklungsprozesse während der Oogenese nehmen. So 
wäre es beispielsweise möglich, dass er in S9 und S10A für die Wegfindung bei der 
Grenzzellmigration von Bedeutung ist. Es ist bekannt, dass die Grenzzellen bei der Migration 
durch chemische Attraktoren geleitet werden. Hierfür kommen verschiedene Stoffe in Frage, 
die in Gradientenform im Follikel verteilt vorliegen [Montell, 2003]. Der hier gezeigte pH-
Wert-Gradient könnte selbst den Grenzzellen als Chemoattraktor dienen oder er könnte an der 
Aufrechterhaltung der Gradienten anderer Moleküle beteiligt sein.  
Eine andere mögliche Funktion des pH-Wert-Gradienten innerhalb der Nährzellpopulation 
könnte den selektiven Transport von Proteinen und mRNAs aus den Nährzellen in die Oozyte 
betreffen, der zwischen S7 und S10 stattfindet. Sowohl ein elektrophoretisch getriebener 
Stofftransportmechanismus, wie er von Woodruff et al. [1988] vorgeschlagen wurde, als auch 
ein selektiver Transport entlang von Cytoskelettelementen [Bohrmann und Biber, 1994] 
könnte durch einen pH-Wert-Gradienten beeinflusst werden. In einer früheren Studie 
[Bohrmann und Gutzeit, 1987] wurde mittels mikroinjizierter pH-Indikatoren ein geringer 
pH-Wert-Unterschied zwischen Oozyte und Nährzellen beschrieben (S9-S11: Nährzellen ca. 
pH=6,8; Oozyte 6,8<pH<7,2). Demgegenüber liegt der hier gefundene pH-Wert-Gradient 
hauptsächlich innerhalb der Nährzellpopulation vor. Ein zunehmend sauer werdender pH-
Wert von anterior nach posterior könnte einen elektrophoretischen Transport bestimmter 
Makromoleküle innerhalb der Nährzellen in Richtung Oozyte begünstigen, da die 
Makromoleküle in anterioren Nährzellen mehr negative Ladungen tragen würden als in 
posterioren Nährzellen. Die anteroposterioren und dorsoventralen pH-Wert-Muster im 
Follikelzellepithel zwischen S9 und S10B könnten auf eine Bedeutung von pH-Wert-
Unterschieden bei der Entstehung der Achsenpolarität hindeuten.  
Weitere Zusammenhänge zwischen pH-Wert und Stoffwechselaktivität von Zellen sind in der 
Literatur zu finden [Busa und Nuccitelli, 1984; Madshus, 1988]. Alkalische pH-Werte 
steigern die Stoffwechselaktivität. Sie erhöhen für gewöhnlich die Aktivität von Enzymen 
sowie die Kontraktilität und den Aufbau von Cytoskelettstrukturen. Sie beschleunigen den 
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Zellzyklus und steigern die Proliferationsraten. Bezogen auf vitellogene Ovarfollikel von 
Drosophila könnte man eine gesteigerte Stoffwechselaktivität in den anterioren Nährzellen 
(S8-S10B) und stadienspezifisch in verschiedenen Follikelzellgruppen vermuten. 
Ob und auf welche Weise die gefundenen pH-Wert-Phänomene die Oogenese von Drosophila 
beeinflussen, kann mit den vorliegenden Daten nicht geklärt werden. Hierzu werden weitere 
Untersuchungen nötig sein, die durch gezielte Manipulation des intrazellulären pH-Werts 
Rückschlüsse auf die physiologische Bedeutung zulassen. Des Weiteren wäre eine 
Kalibrierung des Fluoreszenzfarbstoffs für eine quantitative Beurteilung der gefundenen 
Phänomene von Interesse. 
 
 
4.2.2 Vergleich der Membranpotential- und pH-Wert-Muster 
In der vorliegenden Arbeit wurden sowohl stadienspezifische Potentialmuster als auch 
stadienspezifische pH-Wert-Muster beschrieben, die in Form von anteroposterioren und 
dorsoventralen Gradienten sowie bei der Spezialisierung einzelner Zelltypen (Polarzellen und 
Grenzzellen) auftreten. Ein Vergleich der gefundenen Potential- und pH-Wert-Muster soll 
mögliche Zusammenhänge zwischen beiden Phänomenen klären helfen.  
In den Nährzellen wurde ein deutlicher pH-Wert-Gradient innerhalb der Nährzellpopulation 
gezeigt. Würde das Membranpotential in den Nährzellen maßgeblich durch Protonen 
bestimmt, so würde man entsprechend dem pH-Wert-Gradienten auch einen 
Membranpotentialgradienten erwarten mit depolarisierten posterioren Nährzellen und 
hyperpolarisierten anterioren Nährzellen. Ein solcher Gradient wurde mit DiBAC4 jedoch 
nicht gefunden und in S9 zeigte sich sogar der umgekehrte Effekt (anteriore Nährzellen 
depolarisiert).  
Innerhalb des Follikelzellepithels lassen sich allerdings verschiedene Übereinstimmungen von 
pH-Wert- und Potentialmustern feststellen. Der deutlichste Zusammenhang zeigt sich in den 
migrierenden Grenzzellen in S9, die einen stark sauren pH-Wert und ein deutlich 
depolarisiertes Potential aufweisen. In den Grenzzellen könnten somit Protonen an der 
Generierung des Membranpotentials beteiligt sein. In ähnlicher Weise gilt dies auch für die 
Polarzellen und für die terminalen Follikelzellen vitellogener Follikel. Die anteroposterioren 
und dorsoventralen pH-Wert- und Potentialgradienten treten allerdings zeitlich versetzt auf 
und unterscheiden sich entlang der anteroposteriorer Follikelachse auch im vorgefundenen 
Muster.  
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4.3 Nachweis von V-ATPasen und Gap-Junctions 
Für den Nachweis von V-ATPasen und Gap-Junctions in Drosophila-Follikeln wurden 
immunhistochemische Färbungen mit verschiedenen Antiseren durchgeführt, ausgehend vom 
immunhistochemischen Nachweis des 16kDa-Proteins Ductin [vgl. Bohrmann, 1993; 
Bohrmann und Braun, 1999; Krüger, 2007]. Ductin entspricht in V-ATPasen der c-
Untereinheit und ist auch Bestandteil von Gap-Junctions [Finbow und Pitts, 1998].   
Mit Hilfe des in der vorliegenden Arbeit verwendeten Ductin-Antiserums war es möglich, das 
stadienspezifische Ductinverteilungsmuster detailliert darzustellen. Im Follikelzellepithel ist 
Ductin in den apikalen und lateralen Follikelzellmembranen in allen Stadien nachweisbar. 
Ductin kommt in Cytoplasmamembranen in zwei verschiedenen Anordnungen vor. Zum 
einen findet man eine kontinuierliche Verteilung, zum anderen punktuelle Anhäufungen. 
Besonderes Augenmerk wurde hier auf asymmetrische Verteilungsmuster im 
Follikelzellepithel gelegt, wobei sich drei wesentliche Muster zeigten: 
1. In prävitellogenen Stadien zeigen die anterioren und posterioren Polarzellen ein 
besonders starkes Ductinvorkommen und in vitellogenen Stadien findet man Ductin 
verstärkt in den posterioren Polarzellen.  
2. Vitellogene Follikel zeigen eine dorsoventrale Asymmetrie der Ductinverteilung, die 
besonders stark in den Stadien 10A und 10B ausgeprägt ist. Dabei weist eine Seite des 
Follikelzellepithels, zumeist die ventrale, eine deutlich stärkere Ductinkonzentration 
auf als die andere Seite.  
3. Ab S11 bildet sich eine deutliche anteroposteriore Asymmetrie in der Ductinverteilung 
aus, wobei die Follikelzellen im Bereich der sich entwickelnden Dorsalfilamente im 
deutlichen Kontrast zu den weiter posterior gelegenen Follikelzellen stehen. In den 
posterioren Follikelzellen ist Ductin verstärkt in intrazellulären Einschlüssen 
nachweisbar, während es in den anterior-dorsal gelegenen Follikelzellen gleichmäßig 
im Cytoplasma nachgewiesen werden kann. 
Mit Hilfe von Doppelfärbungen mit Innexin2- und Innexin3-Antiseren [vgl. Bohrmann und 
Zimmermann, 2008] sowie mit einem Antiserum gegen die a-Untereinheit der V-ATPase 
gelang es, die gefunden Ductinverteilungsmuster zu großen Teilen entweder der V-ATPase 
oder Gap-Junctions zuzuordnen. Allgemein lässt sich sagen, dass ein punktuelles Auftreten 
von Ductin in den Follikelzellmembranen zumeist mit Innexin3 kolokalisiert ist, so dass 
punktuelle Membranfärbungen eher Gap-Junctions zuzuordnen sind. Kontinuierliche 
Membranfärbungen im Follikelzellepithel treten hingegen eher mit der a-Untereinheit der V-
ATPase kolokalisiert auf. Die oben beschriebenen Asymmetrien in der Ductinverteilung 
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konnten mit Hilfe der Doppelfärbungen mit der V-ATPase in Verbindung gebracht werden. 
Ductin kommt kolokalisiert mit der a-Untereinheit der V-ATPase verstärkt in den Polarzellen 
vor. Ebenso zeigte sich eine deutliche Kolokalisation bezüglich der dorsoventralen 
Asymmetrie in S10A und S10B. In späteren Follikelstadien waren Ductin und die V-ATPase 
im Cytoplasma der anterior und dorsal gelegenen Follikelzellen kolokalisiert, eine 
Kolokalisation in intrazellulären Einschlüssen der posterioren Follikelzellen wurde hingegen 
nicht gefunden. Das Vorkommen von Ductin im Oolemma vitellogener Follikel kann im 
Wesentlichen Gap-Junctions zugeordnet werden. Innexin 2 tritt in den entsprechenden Stadien 
kolokalisiert mit Ductin im Oolemma auf.  
Die Ergebnisse weisen erneut daraufhin, dass Ductin im Ovarfollikel sowohl als Bestandteil 
von Gap-Junctions als auch als Bestandteil von V-ATPasen eine Rolle spielt [Bohrmann und 
Braun, 1991; Bohrmann, 1993]. In den folgenden Abschnitten werden die asymmetrischen 
Verteilungsmuster von Ductin im Follikelzellepithel in erster Linie mit der Lokalisation und 
Funktion von V-ATPasen gleichgesetzt. Ein punktuelles Vorkommen von Ductin, seine 
Lokalisation im Oolemma sowie in den zentripetalen Follikelzellen wird hingegen den Gap-
Junctions zugeordnet. 
 
4.3.1 Einfluss von V-ATPasen auf die elektrischen Potentiale und die 
pH-Werte im Ovarfollikel 
V-ATPasen haben Einfluss auf die Membranpotentiale im Ovarfollikel 
Der Beitrag von V-ATPasen zu den Membranpotentialen im Ovarfollikel wurde mit Hilfe des 
V-ATPase-Inhibitors Bafilomycin in Kombination mit dem potentiometrischen Farbstoff 
DiBAC4 untersucht. Besonders in S10B bis S12 konnte eine deutliche Depolarisation der 
Zellen durch Inhibition der V-ATPase nachgewiesen werden. Die Depolarisation in den 
Follikelzellen und in der Oozyte lag bei bis zu 40 mV. In den Nährzellen hatte Bafilomycin 
deutlich geringere Effekte. Im Follikelzellepithel führte die Inhibition von V-ATPasen zu 
einer Reduktion des dorsoventralen Potentialgradienten, wie er für S10B beschrieben wurde. 
Ein Vergleich der immunhistochemischen Lokalisation von V-ATPasen mit dem Muster der 
elektrischen Potentiale zeigt eine Überschneidung von dorsoventralem Potentialgradienten 
und asymmetrischer Ductinverteilung in S10. Aus diesen Beobachtungen können folgende 
Schlussfolgerungen gezogen werden: 
• V-ATPasen haben Einfluss auf die elektrischen Potentiale des gesamten Ovarfollikels 
von Drosophila. Sie könnten entweder das Membranpotential direkt durch den aktiven 
Transport von Protonen über die Zellmembran beeinflussen oder über sekundäre 
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Transportmechanismen, bei denen andere Ionen mit Hilfe des Protonengradienten über 
die Membran transportiert werden. Ein direkter Einfluss von V-ATPasen auf das 
Membranpotential erscheint weniger wahrscheinlich, da die Membranpotentiale von 
Oozyte und Nährzellen vorrangig durch die K+-, Mg2+- und Cl- -Konzentrationen 
beeinflusst werden, nicht aber durch die H+-Konzentration [Sun und Wyman, 1993; 
Munley et al., 2009]. 
• V-ATPasen haben im Bereich der Oozyte und in den darüber liegenden Follikelzellen 
einen stärkeren Einfluss auf das Membranpotential als im Bereich der Nährzellen.  
• V-ATPasen sind an der Entstehung des dorsoventralen Potentialgradienten in S10B 
beteiligt. Hierfür spricht zum einen die Tatsache, dass die Inhibition der V-ATPase 
durch Bafilomycin zu einem Abbau des dorsoventralen Potentialunterschieds führt, 
zum anderen zeigt sich im Verteilungsmuster der V-ATPase ein dorsoventraler 
Gradient, der dem gefundenen Potentialgradienten sehr ähnlich ist. 
 
Einfluss von V-ATPasen auf die pH-Werte im Ovarfollikel 
Durch den V-ATPase-Inhibitor Bafilomycin konnten die intrazellulären pH-Werte in 
prävitellogenen Follikeln beeinflusst werden. Die Inhibition der V-ATPase führte hier 
erwartungsgemäß zu niedrigeren pH-Werten in den Follikelzellen und in den Nährzellen. In 
den apikalen Bereichen der Follikelzellen zeigten sich bis S8 auffällig stark fluoreszierende 
Bereiche. Welche Bedeutung diese stark basischen Regionen haben könnten, kann hier nicht 
geklärt werden. Für die vitellogenen Follikelstadien konnten keine eindeutigen 
Inhibitoreffekte gezeigt werden. Hier sollten die Versuchsbedingungen weiter optimiert 
werden. 
 
 
4.3.2 Mögliche Funktionen der V-ATPasen während der Oogenese 
Im Allgemeinen werden V-ATPasen zwei Hauptfunktionen zugeschrieben. Man findet sie 
einerseits in den Membranen intrazellulärer Kompartimente, wo ihre Aktivität zur 
Ansäuerung der intravesikulären Bereiche führt [Kawasaki-Nishi et al., 2003]. Andererseits 
findet man V-ATPasen in den Cytoplasmamembranen zahlreicher Epithelien [Nishi und 
Forgac, 2002], wo sie durch ihre Aktivität den pH-Wert des Cytoplasmas und der nahen 
extrazellulären Umgebung beeinflussen [Kawasaki-Nishi et al., 2003] und außerdem stark 
elektrogen wirken [Wieczorek et al., 1991]. Der elektrochemische Protonengradient, der 
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durch V-ATPasen in Cytoplasmamembranen generiert wird, wird in zahlreichen Systemen für 
das Betreiben sekundärer Transportprozesse genutzt [Wiecoreck et al., 1991]. In Insekten 
werden als mögliche Ionentransportprozesse, die an V-ATPase-Aktivität gekoppelt sind, 
Na+,H+-Antiporter (NHEs), Na+/K+/Cl--Kotransporter (CCCs) und K+,H+-Antiporter 
vorgeschlagen [Pullikuth et al., 2003]. Neben den basalen Funktionen werden den V-ATPasen 
außerdem zahlreiche spezielle regulatorische Funktionen in sich entwickelnden Systemen 
zugeschrieben. So sind V-ATPasen an der Wasseraufnahme in Mottenovarien beteiligt [Wang 
und Telfer, 1998] und regulieren Zellteilung, Zellwanderung und Differenzierungsvorgänge in 
verschiedenen anderen Systemen [Levin et al., 2002; Nuccitelli, 2003]. Eine weitere sehr 
bedeutende Funktion kommt den V-ATPasen bei der Ausbildung von Rechts/Links-
Asymmetrien in Vertebraten-Embryonen zu, wo ihre Aktivität zur Regionalisierung des 
frühen Embryos bezüglich der intrazellulären pH-Werte und der Membranpotentiale führt 
[Adams et al., 2006]. 
Die beschriebenen Ergebnisse der Immunhistochemie- und Inhibitionsexperimente lassen 
folgende Schlussfolgerungen zur Funktion von V-ATPasen im Verlauf der Oogenese zu: 
V-ATPasen kommen in den Cytoplasmamembranen aller Zelltypen des sich entwickelnden 
Ovarfollikels vor. Ihre Aktivität hat Einfluss auf die elektrischen Potentiale und die 
intrazellulären pH-Werte. Durch den Aufbau von Protonengradienten über die Membranen 
treiben V-ATPasen wahrscheinlich verschiedene sekundäre Ionentransportmechanismen an. 
Über diese sekundären Transportmechanismen könnten V-ATPasen wesentlich an der 
Entstehung bioelektrischer Phänomene beteiligt sein. Zum einen könnten sie für den  Aufbau 
der Membranpotentiale verantwortlich sein, zum anderen spielen sie wahrscheinlich bei der 
Entstehung der extrafollikulären Stromschleifen eine entscheidende Rolle. Für den Ausstrom 
von Kaliumionen am posterioren Pol des Ovarfollikels könnte ein K+,H+-Antiporter 
verantwortlich sein [Bohrmann und Braun, 1999]. Am anterioren Follikelpol könnten V-
ATPasen über sekundäre Ionentransportmechanismen den Einstrom von Natrium- und 
Kaliumionen ermöglichen. Als mögliche Ionentransporter kommen hier NHEs und CCCs in 
Frage [Bohrmann und Braun, 1999]. Im Oolemma übernehmen V-ATPasen möglicherweise 
wesentliche Funktionen bei der Regulation des intrazellulären pH-Werts und des osmotischen 
Drucks [Bohrmann, 1991] und sind über den Austausch von Kaliumionen mit dem 
Follikelwachstum in Verbindung zu bringen [Bohrmann, 1991; Bohrmann und Braun, 1999]. 
V-ATPasen wurden außerdem in den Membranen intrazellulärer Vesikel in Follikelzellen, 
Nährzellen und Oozyte nachgewiesen. Hierbei handelt es sich wahrscheinlich einerseits um 
Dottervesikel (in der Oozyte), die während der Embryogenese durch V-ATPasen angesäuert 
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werden. Andererseits liegen V-ATPasen in anderen intrazellulären Kompartimenten, wie 
Endosomen, Lysosomen, sekretorischen Vesikeln und Golgi-Apparat, vor. Die Ansäuerung 
dieser Kompartimente ist beispielsweise notwendig für die Dissoziation von Ligand-
Rezeptor-Komplexen, Rezeptor-Recycling, rezeptorvermittelte Endocytose, 
Proteinverarbeitung und -abbau und weitere Funktionen [Kawasaki-Nishi et al., 2003]. 
Speziell für die Oogenese von Drosophila wurde von Vaccaria et al. [2010] eine 
entscheidende Rolle von V-ATPasen für die Aktivität von Notch-Rezeptoren nachgewiesen.  
Das besondere Verteilungsmuster der V-ATPasen im Follikelzellepithel vitellogener Stadien 
lässt vermuten, dass V-ATPasen weitere spezifische Funktionen während der Oogenese 
zukommen. Da V-ATPasen immer vermehrt auf nur einer Seite im Follikelzellepithel 
nachgewiesen werden können, liegt die Vermutung nahe, dass V-ATPasen eine Rolle bei der 
Achsendetermination bzw. bei der Ausbildung von Asymmetrien im Follikel und/oder im 
Embryo spielen könnten. Da die Akkumulation von V-ATPasen in den meisten Fällen der 
ventralen Follikelseite zuzuordnen ist, könnte es sich um einen Mechanismus handeln, der an 
der Festlegung der dorsoventralen Achse beteiligt ist.  
Weitere regulatorische Funktionen könnten V-ATPasen in den Polarzellen zukommen sowie 
in den anterioren Follikelzellen, die an der Ausbildung der Dorsalfilamente beteiligt sind. 
 
4.3.3 Die Rolle von Gap-Junctions während der Oogenese 
Die Gap-Junctions von Invertebraten werden in der Hauptsache durch Mitglieder der Innexin-
Familie gebildet [Phelan, 2005]. Daneben spielen aber auch andere Proteine, wie Ductin eine 
Rolle. Von den acht bekannten Innexinen bei Drosophila wurden die mRNAs der Innexine 1, 
2, 3, 4 und 7 im Ovar nachgewiesen [Stebbings et al., 2002]. Die Lokalisation der Innexine 1 
bis 4 in den Ovarfollikeln wurde immunhistochemisch bereits durch Bohrmann und 
Zimmermann [2008] untersucht und detailliert beschrieben. In der vorliegenden Arbeit konnte 
die Lokalisation von Innexin 2 in den apikalen Follikelzellmembranen sowie im Oolemma 
immunhistochemisch bestätigt werden, ebenso wie die Lokalisation von Innexin 3 in den 
lateralen Follikelzellmembranen. Die bisherigen Untersuchungen wurden nun um die 
Kolokalisation der Innexine 2 und 3 mit Ductin erweitert. Des Weiteren konnte eine 
anteroposteriore Asymmetrie in der Innexin3-Verteilung im Follikelzellepithel gezeigt 
werden, bei der Innexin 3 verstärkt in den lateralen Membranen der zentripetalen 
Follikelzellen nachzuweisen ist.  
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In prävitellogenen Stadien wurde eine Kolokalisation von Ductin und Innexin 2 in den 
apikalen Follikelzellmembranen und im Oolemma nachgewiesen. In vitellogenen Stadien 
treten Ductin und Innexin 2 gemeinsam in den Grenzzellen, im Oolemma und in den apikalen 
Follikelzellmembranen auf. Innexin 2 und Ductin treten sowohl gemeinsam als auch 
unabhängig voneinander auf. In Kombination mit den Ergebnissen aus 
Mikroinjektionsexperimenten, bei denen Antikörper gegen cytoplasmatische Regionen von 
Ductin [Bohrmann, 1993; Bohrmann und Lämmel, 1998] bzw. Innexin 2 [Bohrmann und 
Zimmermann, 2008] den Farbstoffaustausch zwischen Oozyte und Follikelzellen inhibierten, 
lassen die Ergebnisse die Schlussfolgerung zu, dass Ductin gemeinsam mit Innexin 2 
funktionelle Gap-Junctions bilden kann. Ein gemeinsames Vorkommen beider Proteine liegt 
allerdings nicht in allen Innexin 2 enthaltenden Gap-Junctions vor.  
Ähnliche Schlussfolgerungen lassen sich für das gemeinsame Auftreten von Innexin 3 und 
Ductin treffen. Beide Proteine finden sich vor allem kolokalisiert in den lateralen 
Follikelzellmembranen der zentripetalen Follikelzellen vitellogener Stadien, sind aber jeweils 
auch unabhängig voneinander nachweisbar. Ein verstärktes Auftreten von Ductin in den 
zentripetalen Follikelzellen konnte nicht gezeigt werden. Welche Rolle Ductin in Verbindung 
mit Innexinen in Gap-Junctions zukommt und in welcher Weise Ductin möglicherweise die 
Eigenschaften von Gap-Junctions beeinflusst, kann hier nicht geklärt werden. Die Ergebnisse 
liefern allerdings einen weiteren Hinweis darauf, dass Ductin an der Kommunikation über 
Gap-Junctions im Verlauf der Oogenese gemeinsam mit Innexinen beteiligt ist und dass Gap-
Junctions in einer großen Vielfalt verschiedener Kombinationen aus Innexinen und Ductin im 
Ovarfollikel vorliegen könnten. Aus den verschiedenartigen Zusammensetzungen von Gap-
Junctions ergeben sich vielfältige Regulationsmöglichkeiten der Zell-Zell-Kommunikation.  
Ein weiterer Mechanismus, über den Gap-Junction-vermittelte Kommunikation gesteuert 
werden kann, liegt in der Verteilung der Gap-Junctions. Für Innexin 3 konnte in der 
vorliegenden Arbeit ein asymmetrisches Verteilungsmuster im Follikelzellepithel gezeigt 
werden. Innexin 3 enthaltende Gap-Junctions sind verstärkt zwischen den zentripetalen 
Follikelzellen nachweisbar, wohingegen ihre Konzentration in den Hauptkörperfollikelzellen 
und terminalen Follikelzellen deutlich geringer ist. Diese Beobachtung lässt den Schluss zu, 
dass zwischen den zentripetalen Follikelzellen eine stärkere Kopplung und Kommunikation 
über Innexin 3 enthaltende Gap-Junctions besteht als zwischen den übrigen Follikelzellen. 
Durch diese Kopplung sind die zentripetalen Follikelzellen bezüglich der Zusammensetzung 
ihres Cytoplasmas (regulatorische Faktoren, pH-Wert, Membranpotential etc.) miteinander 
synchronisiert und grenzen sich von den übrigen Follikelzellen ab. Das asymmetrische 
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Verteilungsmuster von Innexin 3 enthaltenden Gap-Junctions könnte unter anderem an der 
Aufrechterhaltung der hier beschriebenen Potential- und pH-Wert-Muster beteiligt sein und 
somit die Musterbildung im Ovarfollikel beeinflussen. Um diese Prozesse besser verstehen zu 
können, wäre es sinnvoll, auch andere Innexine auf mögliche asymmetrische 
Verteilungsmuster im Ovarfollikel zu untersuchen. 
 
 
4.4 Nachweis von spannungsgesteuerten Ca2+-Kanälen 
In der vorliegenden Arbeit gelang es, mit Hilfe zwei verschiedener Methoden 
spannungsgesteuerte Typ-L Ca2+-Kanäle im sich entwickelnden Ovarfollikel von Drosophila 
nachzuweisen. Beide Methoden ergaben gut reproduzierbare und stadienspezifische 
Verteilungsmuster der Kanäle. Sowohl der fluoreszierende Inhibitor Verapamil-FL als auch 
das Antiserum Anti-Cavα1 detektierten die Kanäle eindeutig in den apikalen 
Follikelzellmembranen und im Oolemma prävitellogener Stadien sowie in den lateralen 
Follikelzellmembranen und im Oolemma vitellogener Stadien, wobei die Kanäle verstärkt in 
den Polarzellen auftreten. Zwischen S11 und S13 zeigten beide Nachweismethoden eine 
erhöhte Konzentration von Typ-L Ca2+-Kanälen in den Follikelzellen im Bereich der 
entstehenden Dorsalfilamente an. Neben diesen Gemeinsamkeiten ergaben die beiden 
Methoden aber auch deutliche Unterschiede. Während die Immunhistochemie eine 
gleichmäßige Verteilung von Typ-L Ca2+-Kanälen in den Membranen von Follikelzellen und 
Oolemma anzeigte, detektierte Verapamil-FL die Kanäle punktuell sowohl in den Membranen 
als auch im Cytoplasma.  
Der Hauptunterschied besteht jedoch in den asymmetrischen Verteilungsmustern im 
Follikelzellepithel zwischen S9 und S10B, die ausschließlich durch Verapamil-FL detektiert 
wurden. Diese Muster weisen deutliche Übereinstimmungen mit den elektrischen 
Potentialmustern auf, wie sie mit dem potentiometrischen Farbstoff DiBAC4 nachgewiesen 
wurden, wobei in depolarisierten Bereichen der Follikel ein verstärkter Nachweis von Typ-L 
Ca2+-Kanälen vorliegt. Diese Beobachtung trifft sowohl auf prävitellogene als auch auf 
vitellogene Stadien zu. So liegt die Interpretation nahe, dass Verapamil-FL vor allem solche 
spannungsgesteuerten Typ-L Ca2+-Kanäle nachweist, die einem depolarisierten 
Membranpotential ausgesetzt sind und somit in inaktiviertem oder geöffnetem Zustand 
vorliegen. Diese Interpretation würde die Unterschiede der Ergebnisse beider 
Nachweismethoden weitestgehend erklären. Hiernach liegen Typ-L Ca2+-Kanäle in den 
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Follikelzellen und im Oolemma gleichmäßig verteilt vor (gemäß Anti-Cavα1), zeigen aber in 
Abhängigkeit vom Membranpotential Unterschiede in ihrer Aktivität (gemäß Verapamil-FL), 
wobei ein depolarisiertes Potential zur Aktivierung (geöffneter Zustand) und anschließenden 
Inaktivierung der Kanäle führt.  
Geöffnete Typ-L Ca2+-Kanäle würden unter dieser Annahme in prävitellogenen Follikeln 
vermehrt in den apikalen Follikelzellmembranen, in der Oozyte (bzw. im Oolemma), in den 
Polarzellen und in einzelnen Bereichen der Nährzellen vorliegen, da diese Regionen 
depolarisierte Potentiale aufweisen. In S9 und S10A finden sich geöffnete Typ-L Ca2+-Kanäle 
besonders in den terminalen und zentripetalen Follikelzellen sowie in den Polarzellen und 
Grenzzellen, wohingegen die Typ-L Ca2+-Kanäle in den Hauptkörperfollikelzellen eher im 
Ruhezustand vorliegen. Für S10B ergibt sich ein Aktivitätsmuster, bei dem die terminalen 
sowie die zentripetalen Follikelzellen und die Hauptkörperfollikelzellen auf einer Seite des 
Follikels deutlich höhere Aktivität von Typ-L Ca2+-Kanäle aufweisen als die Follikelzellen 
auf der gegenüberliegenden Seite. 
Auch muss bei der Intepretation der Unterschiede in beiden Nachweismethoden 
berücksichtigt werden, dass das verwendete Antiserum (Anti-Cavα1) neben Typ-L Ca2+-
Kanälen hier auch die α-Untereinheit von Kanälen der Cav2-Familie (N-, P/Q- und R-Typ) 
erkennen könnte. 
 
4.4.1 Mögliche Funktionen von Typ-L Ca2+-Kanälen während der 
Oogenese 
Der Nachweis von Typ-L Ca2+-Kanälen im Ovarfollikel ist im Rahmen dieser Arbeit von 
besonderem Interesse. Spannungsgesteuerte Ca2+-Kanäle könnten ein entscheidendes 
Bindeglied zwischen den Mustern der elektrischen Potentiale und ihren möglichen 
physiologischen Funktionen darstellen, da Ca2+ ein wichtiger Signalstoff in allen Zellen ist. 
Ursprünglich sind spannungsgesteuerte Typ-L Ca2+-Kanälen durch ihre Lokalisation in den 
synaptischen Endigungen von Nervenzellen bekannt geworden [Kandel et al., 2000], sie 
konnten jedoch inzwischen auch in zahlreichen nichterregbaren Zellen nachgewiesen werden, 
z. B. in den Malpighischen Gefäßen von Drosophila [MacPherson et al., 2001].  
Intrazelluläre Ca2+-Verteilungsmuster übernehmen in zahlreichen sich entwickelnden 
Systemen wichtige Organisatorfunktionen. Sie kommen in Form von zeitlich und räumlich 
begrenzten Ca2+-Wellen vor oder in Form von anhaltend erhöhten Konzentrationen in 
bestimmten Regionen [Jaffe, 1999]. So wurden z. B. verschiedene Ca2+-Gradienten im 
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Verlauf der Embryogenese von Drosophila beschrieben, welche maßgeblich an der 
Spezifikation der Dorsoventralachse des Embryos beteiligt sind [Créton et al., 2000], und 
auch in Ovarfollikeln sind unterschiedliche Ca2+-Konzentrationen in verschiedenen Zelltypen 
elektronenmikroskopisch nachgewiesen worden [Heinrich und Gutzeit, 1985]. Die 
Beeinflussung der Aktivität spannungsgesteuerter Ca2+-Kanäle durch stadienspezifische 
Potentialmuster erscheint als ein attraktiver Mechanismus zur räumlichen und zeitlichen 
Regulation intrazellulärer Ca2+-Konzentrationen und damit zur Regionalisierung und 
Spezialisierung verschiedener Zelltypen im Ovarfollikel.  
Die genauen Funktionen der Typ-L Ca2+-Kanäle können hier nicht geklärt werden, jedoch 
könnten verschiedene Prozesse durch den spannungsgesteuerten Einstrom von Ca2+-Ionen 
beeinflusst werden. So könnten spannungsgesteuerte Typ-L Ca2+-Kanäle an den von He et al. 
[2010] beschriebenen oszillierenden Kontraktionen des basalen Actomyosinnetzwerks in den 
Follikelzellen der Stadien S8 bis S10B beteiligt sein. Die Autoren konnten zeigen, dass diese 
Kontraktionen, die dem Follikelwachstum dienen, von der intrazellulären Ca2+-Konzentration 
abhängig sind. Die Bereiche, in denen periodische Kontraktionen auftreten, stimmen mit den 
hier gefundenen Bereichen erhöhter Aktivität von Typ-L Ca2+-Kanälen überein. Der 
spannungsgesteuerte Einstrom von Ca2+-Ionen, im Zusammenspiel mit den gefundenen 
Depolarisationsmustern des Membranpotentials, wäre ein möglicher Mechanismus, um die 
oszillierenden Kontraktionen anzutreiben. Die starke Akkumulation von aktiven Typ-L Ca2+-
Kanälen in den Grenzzellen legt eine Funktion von Ca2+-Ionen bei der Migration nahe [vgl. 
Heinrich und Gutzeit, 1985], wohingegen dorsoventrale und anteroposteriore 
Aktivitätsgradienten von Typ-L Ca2+-Kanälen Einfluss auf die Achsendetermination im 
Follikel sowie im Embryo nehmen könnten. Untersuchungen mithilfe fluoreszierender 
Kalziumindikatoren sollten zukünftig dabei helfen, die Zusammenhänge zwischen 
Membranpotential, Typ-L Ca2+-Kanälen und intrazellulären Ca2+-Konzentrationen 
aufzuklären. 
 
4.5 Nachweis von Amilorid-sensitiven Ionentransportmechanismen 
In der vorliegenden Arbeit wurden mit Hilfe des fluoreszierenden Inhibitors Amilorid-FL 
Na+-Kanäle und Na+,H+-Antiporter im Ovarfollikel nachgewiesen. Es kann jedoch nicht 
eindeutig geklärt werden, ob es sich bei den gefundenen stadienspezifischen Mustern um die 
tatsächliche Verteilung beider Ionentransportmechanismen handelt oder ob vorrangig die 
aktiven Ionentransporter durch Amilorid-FL markiert werden. Des Weiteren kann mit der 
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verwendeten Methode nicht zwischen Na+-Kanälen und Na+,H+-Antiportern unterschieden 
werden, da Amilorid an beide Ionentransporter bindet.  
Das gefundene Verteilungs- bzw. Aktivitätsmuster unterscheidet sich stark zwischen 
prävitellogenen und vitellogenen Follikelstadien. Während Amilorid-sensitive Na+-
Transporter in prävitellogenen Stadien punktuell in den apikalen Follikelzellmembranen 
nachweisbar sind, findet man sie in vitellogenen Stadien kontinuierlich verteilt in den 
apikalen Follikelzellmembranen sowie in einem anteroposterioren Konzentrationsgradienten 
im Cytolasma der Nährzellen. Auffällig an diesem Konzentrationsgradienten, bei dem in 
anterioren Nährzellen ein stärkerer Nachweis von Amilorid-sensitiven Ionentransportern 
vorliegt als in posterioren, ist die Übereinstimmung mit dem gefundenen pH-Wert-
Grandienten (s. Kapitel 3.2). In denjenigen Nährzellen, die einen eher basischen pH-Wert 
aufweisen, ist eine deutlich höhere Konzentrationen bzw. Aktivität von Amilorid-sensitiven 
Ionentransportern nachweisbar. 
Mit Hilfe von Inhibitionsexperimenten, bei denen Amilorid in Kombination mit dem 
potentiometrischen Farbstoff DiBAC4 eingesetzt wurde, konnte ein Beitrag von Amilorid-
sensitiven Ionentransportmechanismen zum Membranpotential nachgewiesen werden. Die 
Inhibition von Na+-Kanälen und Na+,H+-Antiportern führte zu einer Hyperpolarisation, die 
besonders stark die Nährzellen in vitellogenen Stadien betrifft. 
 
4.5.1 Mögliche Funktionen von Na+-Kanälen und Na+,H+-Antiportern 
(NHEs) im Verlauf der Oogenese 
Aufgrund der Bedeutung von Na+,H+-Antiportern (NHEs) als ubiquitäre Ionentransporter in 
allen eukaryotischen Zellen ergeben sich verschiedene mögliche Funktionen in der Oogenese 
von Drosophila. Hierzu zählen die Regulation des intrazellulären pH-Werts und des 
Zellvolumens sowie der transepitheliale Na+-Transport im Follikelzellepithel. Des Weiteren 
kommen NHEs als sekundäre Ionentransportmechanismen in Frage, die an die Aktivität von 
V-ATPasen gekoppelt sind [Wieczorek et al., 1991].   
Die Übereinstimmungen zwischen pH-Wert-Gradienten und Konzentrationsgradienten von 
Amilorid-sensitiven Ionentransportern in den Nährzellen vitellogener Ovarfollikel macht eine 
Beteiligung von NHEs am Aufbau und an der Aufrechterhaltung der pH-Wert-Muster in den 
Nährzellen sehr wahrscheinlich. Dies konnte allerdings mit Hilfe der Inhibitionsexperimente 
mit Amilorid bisher nicht gezeigt werden. Da der Austausch von Na+-Ionen und Protonen 
elektroneutral ist, erscheint es hingegen eher unwahrscheinlich, dass NHEs einen Beitrag zu 
den Membranpotentialen im Follikel leisten. Hierfür kommt eher der Na+-Einstrom durch 
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Amilorid-sensitive Na+-Kanäle in Frage. Die hier gefundene Hyperpolarisation der 
Nährzellen nach Inhibition mit Amilorid könnte auf den verringerten Einstrom von Na+-Ionen 
durch Na+-Kanäle zurückzuführen sein.  
Weitere wichtige Funktionen während der Oogenese kommen Amilorid-sensitiven Na+-
Kanälen wahrscheinlich beim Einstrom von Na+-Ionen am Nährzellpol des Follikels zu, 
wodurch es zu einem osmotischen Wassereinstrom kommt, der den Transport von 
Makromolekülen von den Nährzellen zur Oozyte befördern könnte [Overall und Jaffe, 1985]. 
Des Weiteren könnte der Einstrom von Na+-Ionen und die dadurch bedingte Wasseraufnahme 
zum Anschwellen der reifen Oozyte beitragen [Darboux et al., 1998]. Da die Mitglieder der 
ENaC-Familie, zu der auch Amilorid-sensitive Na+-Kanäle gehören, durch verschiedenste 
Faktoren, wie Protonen oder Peptide reguliert werden können [Akopian et al., 2000], wäre es 
möglich, dass der pH-Wert-Gradient in den Nährzellen den Na+-Einstrom durch Amilorid-
sensitive Na+-Kanäle beeinflusst. 
 
4.6 Nachweis von ATP-abhängigen K+-Kanälen 
Mit Hilfe des fluoreszierenden Inhibitors Glibenclamid-TR konnten ATP-abhängige K+-
Kanäle im Ovarfollikel von Drosophila nachgewiesen werden. Neben der Lokalisation der 
Kanäle in den Cytoplasmamembranen aller Zelltypen sowie in Strukturen des 
endoplasmatischen Retikulums konnten asymmetrische Verteilungsmuster im gesamten 
Follikel gezeigt werden. Wie bei den Experimenten mit Amilorid-FL und Verapamil-FL kann 
auch hier nicht eindeutig geklärt werden, ob es sich bei den gefundenen Mustern um die 
tatsächliche Verteilung der ATP-abhängigen K+-Kanäle handelt oder ob eher Aktivitätsmuster 
der Kanäle abgebildet werden.  
Erste Asymmetrien zeigen sich bereits in sehr frühen prävitellogenen Stadien (ab S2), wobei 
jedoch noch kein einheitliches Muster auszumachen ist. Die Lokalisation und die Größe der 
Bereiche, in denen ein stärkerer Nachweis von ATP-abhängigen K+-Kanälen im 
Follikelzellepithel auftritt, variieren zwischen den einzelnen Follikeln stark. Diese 
Beobachtung könnte durch ein nicht streng festgelegtes Lokalisationsmuster von ATP-
abhängigen K+-Kanälen zu erklären sein. Es wäre aber auch möglich, dass die gefundene 
Variabilität durch ein oszillierendes Aktivitätsmuster der ATP-abhängigen K+-Kanäle in 
diesen Stadien hervorgerufen wird.  
Mit zunehmendem Follikelalter, vor allem in S8–S10A, stabilisiert sich das 
Verteilungsmuster. Eine Anhäufung von ATP-abhängigen K+-Kanälen findet sich nun in den 
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dorsalen Follikelzellen im Übergangsbereich zwischen Nährzellen und Oozyte. In S10B 
findet sich häufig auf einer Seite des Follikelzellepithels ein stärkeres Vorkommen von ATP-
abhängigen K+-Kanälen als auf der anderen Seite. Diese dorsoventrale Asymmetrie zeigt 
Ähnlichkeiten mit dem Muster der elektrischen Potentiale, wie sie mittels DiBAC4 
beschrieben werden konnten. Des Weiteren fällt das verstärkte Vorkommen von ATP-
abhängigen K+-Kanälen im Bereich der Ringkanäle auf. 
 
4.6.1 Mögliche Funktionen von ATP-abhängigen K+-Kanälen während 
der Oogenese 
Die Untersuchung von Verteilung und Aktivität ATP-abhängiger K+-Kanäle ist im Rahmen 
dieser Arbeit von Interesse, da die Kanäle auf Grund ihrer spezifischen Regulierbarkeit in der 
Oogenese von Drosophila als Bindeglied zwischen Zellmetabolismus und elektrischer 
Aktivität in Frage kommen und verschiedene Entwicklungsprozesse beeinflussen könnten. Zu 
den regulatorischen Faktoren von ATP-abhängigen K+-Kanälen zählen die intrazelluläre 
ATP-Konzentration, H+-, Mg2+-, Cl--Ionen, verschiedene Hormone und bestimmte Lipide 
[Ashcroft und Gribble, 1998]. Von Drummond-Barbossa und Spradling [2004] wurden zwei 
Funktionen von ATP-abhängigen K+-Kanälen während der Oogenese von Drosophila 
vorgeschlagen; dies ist einerseits die Regulation der Dehydratation der Oozyte in S14 und 
andererseits die Regulation der Ausschüttung von Insulin. Die hier gefundenen 
stadienspezifischen Verteilungs- bzw. Aktivitätsmuster von ATP-abhängigen K+-Kanälen 
sprechen dafür, dass ihnen noch weitere Funktionen in prävitellogenen und vitellogenen 
Follikelstadien zukommen. ATP-abhängige K+-Kanäle könnten durch den Ausstoß von K+-
Ionen die Membranpotentiale im Ovarfollikel mitbestimmen. Die Übereinstimmungen ihres 
Verteilungsmusters mit den Potentialmustern in S10B sprechen für eine solche Beteiligung 
am Aufbau der Membranpotentiale im Follikelzellepithel. Auch die Verteilunsmuster in 
jüngeren Follikelstadien legen die Vermutung nahe, dass ATP-abhängige K+-Kanäle an der 
Spezifikation bestimmter Zelltypen oder an der Achsenfestlegung beteiligt sein könnten. Eine 
Beteiligung von ATP-abhängigen K+-Kanälen am Prozess der Determination der 
Rechts/Links-Achse im Hühnerembryo wurde von Adams et al. [2006] beschrieben. Ähnliche 
Funktionen wären auch in der Oogenese von Drosophila denkbar. Den ATP-abhängigen K+-
Kanälen, die um die Ringkanäle herum nachgewiesen wurden, könnte eine Rolle bei der 
Regulation von Transportprozessen zwischen den Nährzellen zukommen. 
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4.7 Überblick über die gefundenen Muster 
Ausgehend von der Beschreibung stadienspezifischer Potentialmuster und pH-Wert-Muster 
im Ovarfollikel von Drosophila wurden in der vorliegenden Arbeit verschiedene 
Ionentransportmechanismen auf ihre Verteilungs- und Aktivitätsmuster hin untersucht und 
beschrieben. Hierbei konnten sowohl auf der Ebene von elektrischen Potentialen und pH-
Werten, als auch auf der Ebene von Ionentransportmechanismen charakteristische Muster 
innerhalb des Follikelzellepithels und der Nährzellpopulation gezeigt werden.  
Da die Regulation von elektrischen Potentialen und intrazellulären pH-Werten von der 
Verteilung und konzertierten Aktivität verschiedener Ionentransportmechanismen abhängig 
ist und im Gegenzug zahlreiche Prozesse bekannt sind, bei denen Membranpotentiale und pH-
Werte die Aktivität von Ionenkanälen und Ionenpumpen beeinflussen können, ist die 
Wahrscheinlichkeit hoch, dass zwischen den gefundenen Mustern verschiedene 
Zusammenhänge bestehen. Besonderes Augenmerk wurde in allen Experimenten auf 
Phänomene gelegt, bei denen entlang der dorsoventralen und entlang der anteroposterioren 
Follikelachse Asymmetrien auftraten. Durch solche Asymmetrien zeichneten sich 
insbesondere die Follikelstadien S9 bis S10B aus.  Anhand vereinfachter und schematisierter 
Abbildungen sollen im Folgenden die wichtigsten Übereinstimmungen zwischen der 
Lokalisation der verschiedenen Ionentransportmechanismen und den Potential- und pH-Wert-
Mustern erneut aufgezeigt, verglichen und zusammengefasst werden (Abb. 52). 
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Abbildung 52: Zusammenfassung der gefundenen Potential- und pH-Wert-Muster sowie der 
Verteilungsmuster der untersuchten Ionentransportmechanismen in den Follikelstadien S9 bis S10B. Die 
vereinfachten, schematischen Darstellungen zeigen in verschiedenen Farben jeweils die Bereiche hoher 
Fluoreszenzintensität an, wie sie mit den verschiedenen Fluoreszenzfarbstoffen detektiert wurden.    
A: Potentialmuster (DiBAC4-Fluoreszenz), violette Bereiche zeigen stärkere Depolarisation an. B: pH-
Wertmuster (5-CFDA,AM-Fluoreszenz), blaue Bereiche zeigen alkalische pH-Werte an. C, D, E, F, G: 
Verteilungsmuster von V-ATPasen (Anti-Ductin und Anti-V-ATpase), Typ-L Ca2+-Kanälen (Verapamil-
FL), Na+-Kanälen und Na+, H+-Antiportern (Amilorid-FL), ATP-abhängigen K+-Kanälen (Glibenclamid-
TR) und Gap-Junctions (Anti-Inx2 und Anti-Inx3). Farbige Bereiche zeigen jeweils hohe Konzentrationen 
der Ionentransporter an. 
 
Die größte Übereinstimmung mit den beschriebenen Potentialmustern zeigt sich beim 
Aktivitätsmuster von Typ-L Ca2+-Kanälen. In allen Bereichen, für die ein depolarisiertes 
Membranpotential gezeigt wurde, konnten Typ-L Ca2+-Kanälen verstärkt nachgewiesen 
werden. Da Ca2+-Ionen als Signalmoleküle fungieren und zahlreiche zelluläre Funktionen 
beeinflussen, bietet sich die Aktivität spannungsgesteuerter Typ-L Ca2+-Kanäle als viel 
versprechender Mechanismus dafür an, die Potentialmuster in andere physiologische 
Vorgänge zu übersetzen.  
Zwischen dem Verteilungsmuster von V-ATPasen und den gefundenen Potentialmustern 
können vor allem bezüglich der dorsoventralen Asymmetrie in S10B Übereinstimmungen 
festgestellt werden. Zusammengefasst mit den Ergebnissen aus Inhibitionsexperimenten, die 
einen Einfluss von V-ATPasen auf die Membranpotentiale zeigten, erscheint es naheliegend, 
dass V-ATPasen am Aufbau des dorsoventralen Potentialgradienten beteiligt sind. Zusätzlich 
sind auch Übereinstimmungen zwischen dem Verteilungsmuster von V-ATPasen und den pH-
Wert-Mustern zu erkennen. Im Follikelzellepithel könnten V-ATPasen an der Entstehung der 
pH-Wert-Muster beteiligt sein. Die sauren pH-Werte in Grenzzellen und Polarzellen stehen 
allerdings in einem scheinbaren Widerspruch zum verstärkten Nachweis von V-ATPasen in 
diesen Zellen. Üblicherweise führt die Aktivität von V-ATPasen eher zu einer Verringerung 
der intrazellulären Protonenkonzentration, und damit zu einem basischen pH-Wert.  
Die Verteilung ATP-abhängiger K+-Kanäle zeigt in S10B Übereinstimmungen mit den 
Potentialmustern entlang der dorsoventralen Follikelachse. Diese Kanäle sind wahrscheinlich 
gemeinsam mit V-ATPasen am Aufbau der Membranpotentiale im Follikelzellepithel 
beteiligt. 
Die anteroposterioren pH-Wert-Grandienten in vitellogenen Stadien zeigen starke 
Übereinstimmungen mit den Verteilungs- bzw. Aktivitätsmustern von Na+-Kanälen und 
Na+,H+-Antiportern. Da Na+,H+-Antiporter in vielen biologischen Systemen maßgeblich an 
der Generierung und Aufrechterhaltung des intrazellulären pH-Werts beteiligt sind, ist diese 
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Funktion auch in den Nährzellen vitellogener Stadien wahrscheinlich. Mithilfe von 
Inhibitionsexperimenten konnte außerdem ein Einfluss von Amilorid-sensitiven Na+-Kanälen 
auf das Membranpotential gezeigt werden.  
Das Verteilungsmuster von Innexin 3 enthaltenden Gap-Junctions, die verstärkt in den 
zentripetalen Follikelzellen lokalisiert sind, könnte die Regionalisierung der verschiedenen 
Follikelzelltypen unterstützen. Eine cytoplamatische Kopplung zwischen den zentripetalen 
Follikelzellen könnte zur Synchronisierung der Membranpotentiale in diesen Zellen beitragen. 
Das Vorkommen von Innexin 2 enthaltenden Gap-Junctions zwischen Oolemma und apikalen 
Follikelzellmembranen könnte zu einer Synchronisierung der elektrischen Potentiale im 
Oozytencortex und Follikelzellepithel beitragen, wie dies in S9 und teilweise auch in S10A 
gezeigt werden konnte. In den Grenzzellen synchronisieren Innexin 2 enthaltende Gap-
Junctions möglicherweise die elektrischen Potentiale und die pH-Werte innerhalb dieser 
Zellpopulation. 
Über die physiologische Bedeutung der Potentialmuster, der pH-Wert-Muster und der 
Verteilungsmuster von Ionentransportmechanismen können hier lediglich Vermutungen 
angestellt werden. Da die gefundenen Muster jedoch auffällige räumliche und zeitliche 
Übereinstimmungen mit den Spezialisierungen verschiedener Follikelzelltypen auf 
physiologischer und molekularer Ebene zeigen, ist es sehr wahrscheinlich, dass diese an den 
Spezialisierungsprozessen beteiligt sind. Die dorsoventralen und anteroposterioren 
Asymmetrien der Muster, die teilweise bereits in prävitellogenen Follikelstadien beobachtet 
wurden, deuten auf eine Beteiligung verschiedener hier analysierter Mechanismen an der 
Achsendetermination hin.  
 
4.8 Ausblick 
 
Ein wesentliches Augenmerk zukünftiger Untersuchungen zur Bedeutung von Bioelektrizität 
und Ionentransportmechanismen im Verlauf der Oogenese von Drosophila sollte auf der 
Entschlüsselung der physiologischen Bedeutungen der hier beschriebenen Potentialmuster, 
pH-Wert-Muster und Verteilungsmuster von Ionentransportmechanismen liegen. 
Insbesondere der vermutete Zusammenhang zwischen den Potentialmustern und den 
spannungsgesteuerten Ca2+-Strömen durch Typ-L Ca2+-Kanäle sollte überprüft werden. 
Hierbei könnten die experimentelle Manipulationen des Membranpotentials und die  
Inhibition von Typ-L Ca2+-Kanälen durch Verapamil sowie die Analyse der intrazellulären 
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Ca2+-Konzentrationen hilfreich sein. Des Weiteren könnten gezielte Manipulationen von 
Membranpotentialen und intrazellulären pH-Werten sowie Inhibitionen von 
Ionentransportmechanismen genutzt werden, um den Einfluss auf die In-vitro-Entwicklung 
von Ovarfollikeln detailliert zu untersuchen. Ein vielversprechender Ansatz  könnten in 
diesem Zusammenhang Untersuchungen zum Einfluss von Membranpotential und pH-Wert 
auf Cytoskelettstrukturen sein, für die es verschiedene Fluoreszenzmarker gibt, welche 
Beobachtungen auch am lebenden Follikel erlauben.  
In den Bereichen, in denen es bisher nicht möglich war, die beobachteten Phänomene den 
Follikelachsen eindeutig zuzuordnen, sollte überprüft werden, ob die gefundene räumliche 
Variabilität  möglicherweise auf Oszillationen in den Potential- und pH-Wert-Mustern sowie 
in den Aktivitätsmustern von Ionentransportern zurückgeht. Hierbei könnten 
Zeitrafferaufnahmen hilfreich sein, bei denen die Fluoreszenzverteilung in vitro über längere 
Zeiträume verfolgt wird. 
Durch den Einsatz von Inhibitoren sollte zudem der Beitrag weiterer 
Ionentransportmechanismen zu den Potential- und pH-Wert-Mustern genauer untersucht 
werden. In diesem Zusammenhang wäre eine Kalibrierung des pH-Wert-Indikators 5-
CFDA,AM hilfreich. Um das Bild der Ionentransportmechanismen während der Oogenese zu 
komplettieren, sollten außerdem die Funktion und räumliche Verteilung weiterer Ionenkanäle 
und Ionentransporter in die zukünftigen Untersuchungen aufgenommen werden. Insbesondere 
könnten hier die Einflüsse von Cl-- und Mg2+-Transportern von Interesse sein. Zudem sollten 
die räumlichen Verteilungsmuster weiterer Innexine im Ovar auf Asymmetrien hin untersucht 
werden, um ein genaueres Bild von möglichen Mechanismen der Zell-Zell-Kommunikation 
während der Oogenese zu erhalten. 
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Anhang 
Chemikalien - Bezugsquellen 
Acrylamid  Merck 
Amidoschwarz Bio Rad 
Amilorid Sigma-Aldrich 
Ammoniumperoxidisulfat  Merck 
Anti-V-ATPase-Serum 181-2 B. Walz und O. Baumann, Potsdam 
Anti-Inx2 (AInx2GP-CL)  R. Bauer, Bonn 
Anti-Inx3 (AInx3GP-CT)  R. Bauer, Bonn 
Anti-Cavα1(Anti-Cavpanα1 Subunit) Almone Labs 
Bafilomycin A1, B1793 Sigma-Aldrich 
Bovines Serum Albumin Sigma Aldrich 
BODIPY FL-Amilorid Molecular Probes/ Invitrogen 
BODIPY FL-Verapamil-Hydrochlorid Molecular Probes/ Invitrogen 
BODIPY TR-Glibenclamid (ER-Tracker Red) Molecular Probes/ Invitrogen 
Bromphenolblau Merck 
5-CFDA,AM  Molecular Probes/ Invitrogen 
4-Chloro-1-Naphthol  ICN Biochemicals 
Coomassie-Brillantblau R250 Merck 
DAPI  Sigma Aldrich 
DiBAC4(3)  Molecular Probes/ Invitrogen 
Donkey-anti-Guinea-pig-FP488 FluoProbes/ Interchim 
DMSO Merck 
Essigsäure  Merck 
Ethanol VWR International 
Formaldehyd 32 %  Merck 
GAR-Biotin (Goat-Anti-Rabbit-Biotin) Dianova 
Goat-anti-Rabbit-Cy3 Jackson 
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Glycerin      Merck 
Glycin       Applichem 
HCl       Merck 
KCl       Merck 
KH2PO4      Merck 
K2HPO4      Merck 
Low Molecular Weight Marker   Pharmacia 
Methanol      Merck 
β-Mercaptoethanol     Merck 
Na-Azid      Merck 
NaCl       Merck 
NaHPO4      Merck 
Ponceau S      ICN Biochemicals 
Rabbit-anti-Ductin, AB5496    Chemicon International 
SDS (Sodium dodecyl sulfate)   Sigma Aldrich 
Streptavidin-HRP     Dianova 
Streptavidin-Texas-Red    Dianova 
Sulfosalicylsäure     ICN Biochemicals 
TEMED (Tetramethylethylendiamin)  Sigma Aldrich 
Trichloressigsäure     Merck 
Tris Base (Trishydroxymethylaminomethan) ICN Biochemicals 
Tween 20      Merck 
Wasserstoffperoxid     Merck   
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Verwendete Programme 
Adobe Photoshop Elements 6.0 
AxioVision Rel. 4.8 (Zeiss) 
ImageJ (NIH) 
Leica DMRE 
Microsoft: Word, Excel, Powerpoint 
Origin Pro8G (OriginLab Corporation) 
Wasabi (Hamamatsu) 
 
Abkürzungsverzeichnis 
AM   Acetoxymethyl 
aNC   anteriore Nährzelle 
Anti-Cavα1  Anti-Cavpanα1 Subunit 
ApoTome  ApoTome-Imaging-System der Fa. Zeiss 
Aqua dest.  destilliertes Wasser (lat. Aqua destillatum) 
BC   Grenzzelle (border cell) 
BSA   bovine serum albumin 
Ca2+   Calciumion 
CaCl2   Calciumchlorid 
Cy3   Carbocyanin-3 
5-CFDA,AM  5-Carboxyfluorescein-Diacetat-Acetoxymethylester 
DAPI   4´-6-Diamino-2-Phenylindol 
DiBAC4  Bis-(1,3-Dibutylbarbituric Acid) Trimethine Oxonol 
DMSO  Dimethylsulfoxid 
DPBS   Drosophila phosphate buffered saline 
FC   Follikelzelle (follicle cell) 
FL   Fluorescein 
GAR   goat anti rabbit 
H+   Wasserstoffion 
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HCL   Salzsäure 
H2O dest.  destilliertes Wasser 
Inx2   Innexin 2 
Inx3   Innexin 3 
K+   Kaliumion 
KCl   Kaliumchlorid 
K2HPO4  Dikaliumhydrogenphosphat 
KH2PO4  Kaliumdihydrogenphosphat 
LSM   Laser-Scanning-Mikroskopie 
mFC   Hauptkörperfollikelzelle (mainbody follicle cell) 
mV   Millivolt 
Na+   Natriumion 
NaCl   Natriumchlorid 
NaHPO4  Natriumdihydrogenphosphat 
NC    Nährzelle (nurse cell) 
NHE   Na+, H+-Antiporter (engl. Na+, H+-Exchanger) 
Oo   Oozyte 
PBS   phosphate buffered saline 
PC   Polarzelle (polar cell) 
pNC   posteriore Nährzelle 
SDS-PAGE  Sodiumdodecylsulfat-Polyacrylamid-Gelelektrophorese 
S (z.B. S10B)  Stadium (z.B. Stadium 10B) 
tFC   terminale Follikelzelle 
TR   Texas Red 
TX   Triton X-100 
UE    Untereinheit 
V-ATPase  vakuoläre H+-ATPase 
WFM   Weitfeldfluoreszenzmikroskopie 
zFC   zentripetale Follikelzelle 
 
138 
 
Kontrollen zuden Fluoreszenzfärbungen 
Zu den Fluoreszenzfärbungen mit Amilorid-FL und Glibenclamid-TR wurden 
Kontrollexperimente nach 15minütiger Vorinkubation mit unmarkiertem Amilorid bzw. 
Glibenclamid durchgeführt. Als Kontrollen der immunhistochemischen Färbungen mit Anti-
Ductin und Anti-Cavα1 sowie der anderen Antiseren dienten jeweils Färbungen ohne 
primäres Antiserum. Die Aufnahmen erfolgten bei gleichen Kamera- und 
Mikroskopeinstellungen. Exemplarisch werden jeweils Kontrolle und spezifische Färbung in 
den Abbildungen 53 bis 56 einander gegenübergestellt. 
Amilorid-FL-Färbung und Kontrolle mit unmarkiertem Amilorid 
Abbildung 53: Amilorid-FL-Färbung und Kontrolle nach Vorinkubation mit unmarkiertem Amilorid 
(10µM in R14), S8, WFM. A: Die Amilorid-FL-Färbung zeigt deutliche punktuelle Färbungen an den 
apikalen Follikelzellmembranen (Pfeil). B: In der Kontrolle mit unmarkiertem Amilorid ist keine 
spezifische Färbungin den apikalen Follikelzellmembranen zu erkennen. Oo: Oozyte 
Glibenclamid-TR-Färbung und Kontrolle mit unmarkiertem Glibenclamid 
Abbildung 54: Glibenclamid-TR-Färbung und Kontrolle nach Vorinkubation mit unmarkiertem 
Glibenclamid (50 µM in R14), S10A, WFM. A: In der Glibenclamid-TR-Färbung zeigen sich spezifische 
Färbungen der Plasmamembranen. Besonders die apikalen Membranen der zentripetalen Follikelzellen 
sind stark gefärbt (Pfeil). B: In der Kontrolle mit unmarkiertem Glibenclamid  ist keine spezifische 
Färbung an den Plasmamembranen erkennbar. Im Cytoplasma ist eine schwache, diffuse Fluoreszenz 
vorhanden. NC: Nährzelle; FC: Follikelzelle; Oo: Oocyte; Maßstabsbalken: 10µm 
A B 
NC FC 
Oo 
Oo 
FC 
10µm A B 
Oo 
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Anti-Ductin-Färbung mit Kontrolle ohne primären Antikörper 
Abbildung 55: Immunhistochemische Färbung mit Anti-Ductin-Serum und Kontrolle ohne primäres 
Antiserum, 10A, WFM.  
A: Das Anti-Ductin-Serum zeigt eine spezifische Markierung in den lateralen und apikalen 
Follikelzellmembranen (Pfeil). B: Die Kontrolle ohne primäres Antiserum weist keine spezifischen 
Färbungen der Follikelzellmembranen auf. NC: Nährzelle; FC: Follikelzelle; Oo: Oocyte; 
Maßstabsbalken: 10µm 
Anti-Cavα1-Färbung mit Kontrolle ohne primären Antikörper 
Abbildung 56: Anti-Cavα1-Färbung und Kontrolle ohne primäres Antiserum, S10A, ApoTome.  
A: Das Anti-Cavα1-Serum zeigt spezifische Markierungen in den lateralen Follikelzellmembranen, im 
Oolemma und in den Grenzzellen. B: In der Kontrolle ohne primäres Antiserum zeigt sich bei gleicher 
Belichtung keine spezifische Färbung. NC: Nährzelle; FC: Follikelzelle; Oo: Oocyte 
Oo 
A B 
NC 
FC 
Oo 
FC 
Oo 
N
F
NC 
Oo 
F
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SDS-PAGE und Western Blot (Chemikalien, Geräte) 
[vgl. Krüger, 2007] 
• Probengewinnung (Ovarien und einzelne Follikel aus zwei bis drei Tage alten
Fliegen)
• Gelelektrophorese (Proben: Gesamtovar, junge und alte Follikelstadien; Stromstärke:
max. 22 mA: Spannung: 250 V; Dauer: etwa 45 min)
• Semi-Dry Western-Blot (Übertragung der Proteine auf die Nitrozellulosemembran,
Coomassiefärbung zur Kontrolle, Ponceau-S-Färbung zur Kontrolle, Amidoschwarz-
Färbung der Markerspur)
• Immunnachweis von Ductin (über Nacht, Antiserumkonzentration zwischen 1:500
und 1:100, Detektion mittels GAR-Biotin/Streptavidin-Peroxidase-Technik)
Chemikalien: 
SDS-Probenpuffer (10ml): Tris HCL 1M, pH 6,8 (0,6 ml), Glycerin (1,0 ml), β-
Mercaptoethanol (0,5 ml), 10 % SDS-Lösung (2,3 ml), H2O dest. (5,6 ml) 
DPBS (Drosophila phosphate buffered saline), pH 7,4 zur Präparation der Ovarien: 
Die Stammlösungen A und B werden vierfach konzentriert angesetzt, im Verhältnis 1:1 
gemischt und mit zwei Teilen H2O dest. versetzt. 
Stammlösung A (Angaben entsprechen den Endkonzentrationen): NaCl (52 mM), 
KCl (40 mM), Glucose.H2O (10 mM), Saccharose (100 mM), MgSO4. 7 H2O (1,2 
mM), MgCl2. 6 H2O (1,2 mM), CaCl2. 2 H2O (1,0 mM) 
Stammlösung B (Angaben entsprechen den Endkonzentrationen):  
Na2HPO4. 12 H2O (2mM), KH2PO4 (0,37mM) 
Bromphenolblau als Laufmarker 
Vaseline zum Abdichten der Gelplatten 
Trenngel (Acrylamidkonzentration 12 %): Lower gel buffer (1,5 M Tris HCl, pH 8,8, dann 
0,4 % SDS; 5 ml), Acrylamidlösung (29,2 % Acrylamid, 0,8 % Bisacrylamid; 8 ml), H2O 
dest. (7 ml), Ammoniumperoxidisulfat (APS, 20 % Stammlösung; 33µl), 
Tetramethylethylendiamin (TEMED; 13µl) 
Sammelgel: Upper gel buffer (0,5 M Tris HCl, pH 6,8, dann 0,4 % SDS; 1,3 ml), 
Acrylamidlösung (0,8 ml), H2O dest. (3 ml), Ammoniumperoxidisulfat (APS, 20 % 
Stammlösung; 13µl), Tetramethylethylendiamin (TEMED; 5 µl) 
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Laufpuffer (10 l): Tris 0,025 M (30,4 g), Glycin 0,192 M (144,2 g), SDS 0,1 % (aus 10 % 
Stammlösung; 100 ml), mit H2O dest. auf 10 l auffüllen, pH 8,3 
Marker-Proteine (Low Molecular Weight Marker, Pharmacia): 
Protein Mr [kDa] Quelle 
Phosphorylase b 94 Kaninchenmuskel 
Albumin 67 Rinderserum 
Ovalbumin 43 Eiklar 
Carboanhydrase 30 Rindererythrocyten 
Typsin-Inhibitor 20 Sojabohne 
α-Lactalbumin 14 Kuhmilch 
Blotting-Puffer: Tris-Base 25 mM (3,03 g), Glycin 39 mM (14,4 g), Methanol (100 ml), 
mit H2O dest. auf 1 l auffüllen, pH 9,2  
Coomassie-Färbelösung: Coomassie-Brillantblau R250 (0,025 % w/v),  Methanol (50 % 
v/v), konz. Essigsäure (3,5 % v/v), in H2O dest. 
Coomassie-Entfärbelösung: Methanol (50 % v/v), konz. Essigsäure (3,5 % v/v), in H2O 
dest. 
Ponceau-Färbelösung: 1:10 Verdünnung der Ponceau-Stammlösung in H2O dest. 
Ponceau-Stammlösung: Ponceau S (2% w/v), Trichloressigsäure (30% w/v), 
Sulfosalicylsäure (30 % w/v) gelöst in H2O dest. 
Waschpuffer (Puffer 2): K2HPO4 (1 mM Stammlösung;40,5 ml), KH2PO4 (1 mM 
Stammlösung; 9,5 ml), mit H2O dest. auf 5l auffüllen und auf pH 7,5 einstellen, dann Tween 
20 (2,5 ml) 
Amidoschwarz-Färbelösung: konz. Essigsäure (10 ml), Methanol (45 ml), Amidoschwarz 
(0,1 g), mit H2O dest. auf 100 ml auffüllen  
Amidoschwarz-Entfärbelösung: konz. Essigsäure (10 ml), Methanol (45 ml), mit H2O dest. 
auf 100 ml auffüllen  
Primäres Antiserum: Rabbit-anti-Ductin (AB5496, Chemicon International) 
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Sekundäres Antiserum: GAR-Biotin (goat anti rabbit, Dianova), Streptavidin-HRP (horse-
raddish peroxidase, Dianova) 
Getestete Verdünnungen des primären Antiserums: 
1:500 1:200 1:150 1:100 
Anti-Ductin 7 µl 20 µl 30 µl 40 µl 
BSA 35 mg 40 mg 40 mg 40 mg 
Na-Az./Thim. 35 µl 40 µl 40 µl 40 µl 
Puffer 2 3,5 ml 4 ml 4 ml 4 ml 
Na-Az./Thim.: Natrium-Azid (5 %) / Thimerosal (1 %) 
Puffer 2 (s. o.)  
5 % Milchpulver in Puffer 2 (50 ml) 
H2O2 (30 %) 
GAR-Biotin 1:1000: Milchpulver (1,0 g), Na-Az/Thim. (200 µl), GAR-Biotin (20 µl), Puffer 
2 (20 ml) 
Streptavidin-HRP 1:1000: Milchpulver (1 g), Na-Az./Thim. (200 µl), Streptavidin-HRP (20 
µl), Puffer 2 (20 ml) 
Chloronaphthol-Lösung (30 ml): TBS (25 ml), Methanol (5 ml), 4-Chloro-1-Naphthol (15 
mg) 
Puffer 1 (TBS): Tris HCl pH 7,5,10 mM (3,028 g), NaCl 0,9 % (22,5 g), mit H2O dest. auf 
2,5 l auffüllen 
Geräte: 
Dumont-Pinzetten Nr.5, 3er Blockschälchen, Stereomikroskop SMZ 1000 (Nikon), 
Mikroreaktionsgefäße 1,5 ml (Brand), Homogenisierungsstab für Mikroreaktionsgefäße, 
Ultraschallhomogenisator Sonorex (Bandelin), Heizblock für Mikroreaktionsgefäße 1,5 ml 
(HLC), Tischzentrifuge Biofuge fresco (Heraeus), Wolframdrahtnadeln (Eigenbau), 
Gießstand mit Glasplatten (10 x 10 cm), Spacer, Elektrophoresekammer TV 100 (Scie-
Plas/Techne), Kamm für Geltaschen (12 Taschen je 4 mm breit), Netzgerät Consort E865 
(600 V, 500 mA), Filterpapier MN 218 (Macherey und Nagel), Nitrocellulose-Blotting-
Membran 0,2 µm Optitran BA-S Reinforced NC (Schleicher und Schüll), Blotting-Kammer 
mit Platin-Edelstahl-Elektroden (20 x 20 cm, Labtech International), Netzgerät 40 V, 5 A 
(Voltcraft DC Power Supply), Schüttler Rotamax 120 (Heidolph), Schüttler Vibrax VR basic 
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(IKA), Folienschweißgerät Vacuupack (Krups), kleine Plastikwanne (5 x 10 cm), Brutschrank 
(Memmert) 
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